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Les plantes sont depuis toujours une source essentielle de médicaments. 
Aujourd’hui encore une majorité de la population mondiale, plus particulièrement 
dans les pays en voie de développement, se soigne uniquement avec des remèdes 
traditionnels à base de plantes. De l’aspirine au Taxol, l’industrie pharmaceutique 
moderne elle-même s’appuie encore largement sur la diversité des métabolites 
secondaires végétaux pour trouver de nouvelles molécules aux propriétés biologiques 
inédites. Cette source semble inépuisable puisque seule une petite partie des 400'000 
espèces végétales connues ont été investiguées sur les plans phytochimique et 
pharmacologique, et que chaque espèce peut contenir jusqu’à plusieurs milliers de 
constituants différents (Hostettmann et al., 1998b). 
Dans le cadre de la recherche de molécules ou activités biologiques nouvelles 
d’origine végétale, il est donc préférable de ne pas baser le choix des plantes à étudier 
sur le seul hasard, mais de le circonscrire selon divers critères. Le plus utilisé est celui 
de leur emploi en médecine traditionnelle ou populaire qui valorise l’expérience 
accumulée par les autochtones dans le monde entier, y compris dans les pays 
occidentaux. Une autre possibilité est de considérer l’écosystème dans lequel se 
développent les espèces végétales. La recherche de molécules aux propriétés anti-
radicalaires dans des plantes de montagne obéit par exemple à cette logique. En effet, 
celles-ci sont plus exposées aux rayons UV en altitude et ont donc dû développer des 
mécanismes de protection, peut-être basés sur des métabolites secondaires 
spécifiques. 
Les plantes aquatiques sont des plantes vasculaires d’origine terrestre qui au cours 
de l’Evolution se sont adaptées aux écosystèmes aquatiques. Par leur position 
écologique et évolutive particulière entre environnement terrestre et aquatique, il est 
possible que ces macrophytes aient également sélectionné des métabolites secondaires 
spécifiques avec des caractéristiques chimiques et biologiques originales.  
Sur la base de cette hypothèse, cette étude s’est attelée à l’investigation 
phytochimique des potamots (Potamogeton sp.), des plantes présentes dans les 
milieux aquatiques suisses. Ce travail avait également pour but une meilleure 
connaissance chimiotaxonomique de ces espèces. 
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2.1 Les plantes aquatiques 
 
2.1.1 Définition des macrophytes 
 
Le concept « plantes aquatiques » couvre un vaste domaine aux frontières parfois 
malaisées à délimiter et variables selon les auteurs. Il est donc préférable ici d’utiliser le 
terme de macrophytes qui couvre les plantes aquatiques supérieures visibles à l’œil nu en 
opposition aux microphytes qui comprennent les algues microscopiques (phytoplancton). 
Les macrophytes, dont ne font pas partie les algues filamenteuses, peuvent se diviser en : 
• charophytes (characées) 
• bryophytes (mousses, hépatiques) 
• ptéridophytes (fougères, prêles) 
• spermatophytes (plantes à graines) (Demierre et al., 1999). 
Les deux derniers groupes recouvrent les plantes aquatiques vasculaires, qui peuvent 
être définies comme les espèces dont les parties photosynthétiquement actives sont 
submergées ou flottent à la surface de l’eau de manière permanente ou au moins quelques 
mois par année (Cook, 1990). Dans l’embranchement des spermatophytes (sous-
embranchement des angiospermes) se distinguent quatre types de macrophytes, selon leur 
forme de croissance : 
• les plantes émergentes (hélophytes, ex : roseau) 
• les plantes flottantes libres (pleustophytes, ex : lentille d’eau) 
• les plantes à organes submergés et flottants (rhizophytes à feuilles flottantes, 
ex : nénuphar) 
• les plantes ordinairement submergées (rhizophytes submergés, ex : potamot) 
(Demierre et al., 1999) (Figure 2.1). 
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Figure 2.1: Différents types de plantes aquatiques selon leur forme de croissance.  
A : espèces émergentes, B : espèces à organes submergés et flottants, C : espèces 
submergées, D : espèces flottantes libres (figure de Riemer, 1984). 
 
Les trois dernières catégories sont regroupées sous le nom d’hydrophytes, terme qui 
comprend les plantes physiologiquement liées à l’eau et dont une partie au moins du 
cycle de reproduction a lieu dans ou à la surface de l’eau ; ce sont donc des plantes 
aquatiques au sens strict. Les hélophytes (ou plantes émergentes) sont par contre 
essentiellement des plantes terrestres dont les parties photosynthétiquement actives 
tolèrent d’être submergées ou flottantes dans l’eau pendant de longues périodes (Cook, 
1990).  
Dans les milieux lacustres naturels, la zone littorale se divise entre l’écosystème 
palustre, c’est-à-dire la zone de marais, et l’écosystème aquatique. Dans celui-ci, les 
plantes hydrophytes et hélophytes sont définies par leur occupation de la zone 
infralittorale, où elles se répartissent en fonction du niveau de l’eau (Figure 2.2).  
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Figure 2.2: La rive lacustre, zone écotonale entre les milieux terrestre et aquatique et 
zonation végétale en fonction du degré d’humidité et d’inondation (figure reprise de 
Lachavanne et Juge, 1999). 
Formations botaniques : (1) terrestre ligneuse, (2) terrestre herbacée, (3) marécageuse à 
bois dur (groupement à Fraxinus sp.), (4) marécageuse à bois tendre (groupements à 
bouleaux, peupliers, aulnes et saules), (5) laîches courtes (Orchio-Schoenetum nigricans, 
diverses espèces de Molinion, Ranunculo-Caricetum hostianae, etc.), (6) laîches élevées 
(groupements à Carex elata, Cladium mariscus, Phalaris arundinacea), (7) plantes 
émergentes (groupements à Phragmites australis, Typha sp., Scirpus lacustris), (8) 
plantes à feuilles flottantes (groupements à Nuphar, Nymphaea), (9) plantes submergées 
(groupements à Potamogeton, Myriophyllum, etc.), (10) phyto- et bactérioplancton, 
(11) végétation épibenthique. 
La zone littorale (écotone) est composée du supralittoral, de l’eulittoral, de l’infralittoral 
et de la zone littori-profonde. 
 
Chez les Angiospermes, il existe des plantes aquatiques dans 396 genres de 78 
familles. La proportion des familles contenant des macrophytes est plus importante chez 
les monocotylédones (35 %) que chez les dicotylédones (12%). Le pourcentage global 
d’espèces aquatiques se situe entre 1 et 2% (Cook, 1990), ce qui explique le peu d’études 
phytochimiques réalisées sur les macrophytes comparativement aux plantes terrestres. 
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2.1.2 Plantes aquatiques et pharmacognosie 
 
Les plantes aquatiques ont été fréquemment utilisées dans les pharmacopées 
traditionnelles, comme l’atteste la littérature héritée des Grecs, des Romains et des 
herboristes européens. Cependant, peu d’entre elles se sont vues reconnaître un effet 
thérapeutique au cours des siècles, et encore moins ont abouti à l’isolement et à 
l’identification de principes actifs (Sculthorpe, 1967).  
Parmi celles-ci, une place particulière peut être accordée à l’acore (Acorus calamus L., 
Araceae), appelée aussi roseau odorant, une plante hélophyte d’origine asiatique présente 
au bord des étangs et marais d’Europe et de l’est de l’Amérique du Nord. L’utilisation de 
son rhizome dans un but médical est documentée dans l’ensemble du continent 
eurasiatique dès l’époque d’Hippocrate (env. -460-377 AD). Il a été employé pour traiter 
des maladies de l’œil, la dyspepsie flatulente, les indigestions, les maux de dents, les 
refroidissements et la toux. Il a également été utilisé comme stimulant contre la fièvre 
(Sculthorpe, 1967). L’huile essentielle du rhizome de la variété européenne contient des 
dérivés mono- et sesquiterpéniques, ainsi que des dérivés phénylpropaniques dont le 
principal représentant est la β-asarone. Cette huile a des propriétés spasmolytiques, tandis 
que la β-asarone est un sédatif du système nerveux central. La toxicité de ce composé a 
cependant été démontrée par le développement de tumeurs hépatiques chez les souris 
(Bruneton, 1999). 
Une autre espèce de la famille des Araceae, l’hydrophyte Pistia stratiotes L., a été 
utilisée médicalement depuis des siècles. Elle fut utilisée en Egypte et en Inde pour 
soigner des maladies de la peau. Ses feuilles ont également été recommandées pour des 
remèdes contre la toux, l’asthme et les hémorroïdes, tandis que les racines auraient des 
propriétés laxatives et diurétiques (Sculthorpe, 1967). Peu d’études pharmacologiques 
semblent avoir été effectuées sur cette espèce végétale. Une activité relaxante de l’extrait 
méthanolique de Pistia stratiotes sur les muscles lisses et squelettiques des lapins et des 
cobayes, via le blocage des canaux calcium, a néanmoins été démontrée, de même qu’un 
effet hypotenseur sur la pression sanguine chez les rats (Achola et al., 1997). Des dérivés 
stigmastanes isolés de cette espèce, ainsi que son extrait alcoolique, se sont de plus 
révélés cytotoxiques envers des cellules cancéreuses (Ayad, 2001). 
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Les nénuphars sont des hydrophytes dont la phytochimie est particulièrement 
intéressante. Les rhizomes séchés de Nuphar japonicum DC. et N. pumilum DC. 
(Nymphaeaceae) ont été prescrits pour leur activité tonique, hémostatique et diurétique 
dans des préparations traditionnelles chinoises et japonaises (Yamahara et al., 1996). Le 
nénuphar a de même été utilisé par les autochtones d’Amérique du Nord pour soigner les 
infections (Nishizawa et al., 1990). En France le rhizome de nénuphar jaune (Nuphar 
lutea (L.) Sibth. et Sm.) entre dans la composition de certains phytomédicaments à usage 
local contre des affections de la peau, comme les piqûres d’insectes, les coups de soleil, 
des brûlures superficielles, etc. (Bruneton, 1999). Le genre Nuphar se caractérise par la 
présence d’alcaloïdes sesquiterpéniques de type quinolizidine et pipéridine, ainsi que des 
dimères sesquiterpéniques contenant un atome de soufre (Peura, 1980 ; Iwanow et al., 
1986 ; Cybulski et al., 1988). Parmi ces thioalcaloïdes, certains composés ont révélé une 
activité anti-fongique (Bruneton, 1999) ou potentiellement immunosuppressante 
(Yamahara et al., 1996), comme par exemple la 6,6’-dihydroxythiobinupharidine qui 
possède ces deux activités. Des tanins aux propriétés antibactériennes ont également été 
caractérisés dans Nuphar variegatum Engelm. (Nishizawa et al., 1990).  
Les racines et les feuilles du nénuphar Nymphaea lotus L. (Nymphaeaceae), répandu 
dans le Nil et ses affluents (centre et sud du Soudan), ont été utilisés dans la médecine 
traditionnelle soudanaise pour le traitement de la dysenterie, des tumeurs, et comme 
antibactérien. Une investigation phytochimique récente n’a pas permis d’en identifier les 
principes actifs, mais a conduit à l’isolement de composés de structure inusuelle, des 
flavonoïdes macrocycliques glycosylés (Elegami et al, 2003). 
Des métabolites secondaires soufrés sesquiterpéniques ont aussi été isolés du rhizome 
d’Alisma orientale Juzepczuk (Alismataceae), une plante aquatique utilisée dans la 
médecine traditionnelle chinoise comme diurétique et anti-inflammatoire. Ces composés 
soufrés, et d’autres constituants sesquiterpéniques de structure proche isolés de la même 
plante, ont montré une activité inhibitrice de la contraction musculaire lisse chez le 
cobaye (Yoshikawa et al., 1993a, 1993b, 1994a, 1994b). 
Ce survol des plantes aquatiques étudiées en pharmacognosie souligne qu’en fin de 
compte peu d’espèces ont été caractérisées de manière exhaustive sous cet angle. Cette 
présentation confirme en outre que certains macrophytes, comme Alisma orientale, 
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Nymphaea lotus et diverses espèces du genre Nuphar, contiennent effectivement des 
métabolites secondaires avec des caractéristiques chimiques originales. 
 
2.1.3 Chimie écologique des plantes aquatiques 
 
La recherche en chimie écologique est une source importante de données sur la 
structure et les activités biologiques des métabolites secondaires. La production de 
molécules fonctionnant comme messagers chimiques entre les organismes est reconnue 
depuis de nombreuses années. Il s’agit d’une fonction essentielle du métabolisme 
secondaire des végétaux et explique certainement sa grande diversité. Ces composés sont 
largement employés par les plantes pour leur défense et leur pollinisation, et jouent ainsi 
un rôle clé dans le fonctionnement des écosystèmes (revue par Harborne, 2001).  
Les messagers chimiques peuvent se diviser en deux catégories : les phéromones, qui 
sont des médiateurs d’interactions intra-spécifiques, et les molécules allélochimiques 
utilisées pour les interactions inter-spécifiques. Ces dernières se divisent en trois classes : 
les allomones, les kairomones et les synomones. Les allomones provoquent dans 
l’organisme receveur une réaction comportementale ou physiologique défavorable pour 
celui-ci et avantageuse pour l’organisme émetteur, les kairomones produisent chez le 
receveur une réaction favorable pour lui-même, mais désavantageuse pour l’organisme 
émetteur, et les synomones sont des médiateurs chimiques produisant des interactions 
favorables aux organismes émetteur et receveur (Dicke et al., 1988). 
La recherche en chimie écologique dans les écosystèmes aquatiques d’eau douce, bien 
qu’elle se développe moins rapidement que celle des milieux terrestres et marins, a 
permis de caractériser ces dernières années un nombre croissant de composés de défense 
produits par les macrophytes (revue par Burks et al., 2002). Ceux-ci utilisent des 
allomones pour décourager leur consommation par des herbivores ou pour améliorer leur 
compétitivité par rapport au phytoplancton. La production de lignanes par Saururus 
cernuus L. (Saururaceae) et de l’habénariol (bis-p-hydroxybenzyl-2-isobutylmalate) par 
Habenaria repens Nutt. (Orchidaceae) dissuade par exemple l’écrevisse Procambarus 
clarkii de consommer ces plantes (Wilson et al., 1999 ; Kubanek et al., 2001). Le système 
glucosinolate-myrosinase, un exemple classique de défense chimique des crucifères (= 
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Brassicaceae) terrestres, est également utilisé par le cresson de fontaine Nasturtium 
officinale R.Br. (Brassicaceae) pour se protéger des invertébrés herbivores (Newman et 
al., 1992). Lors de dommages occasionnés aux tissus végétaux, le 2-phényléthyl-
glucosinolate est hydrolysé par la myrosinase pour donner le 2-phényléthyl-
isothiocyanate, un produit toxique pour les invertébrés. Le macrophyte Myriophyllum 
spicatum L. (Haloragaceae) excrète des polyphénols hydrolysables inhibant la croissance 
algale, le plus probablement par complexation des enzymes algales extracellulaires 
(Gross et al., 1996). Des métabolites de diverses classes présentes dans les macrophytes, 
tels les acides gras, les stérols, les phénylpropanes, les lignanes, les néolignanes et les 
phénanthrènes, ont également un effet algicide (Aliotta et al., 1996 ; DellaGreca et al., 
1997, 1998). Ce type d’activité fait plus spécifiquement partie des interactions entre 
organismes végétaux regroupées sous le terme d’allélopathie (Tauro, 1996). Un effet 
allélopathique a ainsi été démontré pour près de 100 espèces de plantes aquatiques 
(Elakovich et al., 1995), bien que dans la plupart des cas l’identité des principes actifs ne 
soit pas connue. Parmi celles-ci, quatre espèces de potamots, Potamogeton amplifolius 
Tuck., P. foliosus Raf. , P. illinoensis Morong et P. nodosus Poir ont montré une activité 
allélopathique envers d’autres macrophytes. 
Dans le cas du nénuphar Nuphar lutea Sibth. et Sm. (Nymphaeceae), l’activité 
allélopathique de l’extrait aqueux envers le macrophyte Lemna minor L. (Lemnaceae) a 
pu en partie être attribué à un alcaloïde soufré, la 6,6’-dihydroxythiobinupharidine 
(Elakovich et al., 1996). Il s’agit là d’un très bon exemple du potentiel pharmacognosique 
des molécules allélochimiques de plantes aquatiques, puisque cet alcaloïde a également 
une activité immunosuppressante (Yamahara et al., 1996). 
 
2.2 La famille des Potamogetonaceae 
 
2.2.1 Présentation 
 
Les Potamogetonaceae (Potamogétonacées) sont une famille presque cosmopolite 
d’herbes aquatiques d’eau douce ou saumâtre, de l’ordre des Najadales, et se divisent en 
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deux genres, Groenlandia et Potamogeton (Figure 2.3). Le premier ne contient qu’une 
seule espèce, Groenlandia densa Fourr., tandis qu’une récente revue a décrit 69 espèces 
et 50 hybrides dans le genre Potamogeton (Wiegleb et al., 1998). Certains auteurs 
estiment cependant que le sous-genre Coleogeton (ou Stuckenia), comprenant de 4 à 7 
espèces, devrait également être considéré comme un genre à part entière. Une autre 
famille de macrophytes, les Zanichelliaceae, est suffisamment proche des 
Potamogetonaceae pour que soit parfois évoquée la possibilité de les réunir en un seul 
groupe (Haynes et al., 1998b). Les Zosteraceae, des plantes aquatiques marines, sont 
ensuite la famille la plus proche du clade Potamogetonaceae/Zanichelliaceae. Toutes les 
familles faisant partie de l’ordre des Najadales se caractérisent en fait par un habitat 
aquatique ou marin (Cronquist, 1988). 
 
Figure 2.3: Systématique de la famille des Potamogétonacées selon Cronquist (1988) et 
Haynes et al. (1998b) 
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Les potamots se trouvent entre 0 et 4500 m d’altitude dans des écosystèmes d’eau 
douce, et la plupart sont présents dans les régions tempérées, plus particulièrement dans 
l’hémisphère nord. Certains sont capables de survivre à de courtes périodes de 
sécheresse, et il existe quelques espèces vivant dans des eaux saumâtres, mais aucune 
n’occupe d’habitat marin. Les potamots sont soit entièrement submergés, soit possèdent 
des inflorescences émergées et des feuilles submergées, soit des inflorescences émergées 
et des feuilles submergées et flottantes. Les feuilles submergées sont en général minces, 
translucides et de forme linéaire à orbiculaire, tandis que les flottantes sont plus coriaces 
et de forme lancéolée à elliptique ou ovale. Elles sont toutes alternées sauf quelques unes 
opposées dans la région florale, ce qui est un critère de différentiation entre le genre 
Potamogeton et Groelandia, celui-ci contenant de manière prédominante des feuilles 
opposées. Les inflorescences sont en épi, supportées par un pédoncule, et donnent 
naissance à des fruits drupacés après une pollinisation anémophile (à l’aide du vent). Les 
potamots ont des racines adventives et sont le plus souvent divisés en un rhizome sans 
chlorophylle avec des feuilles en forme d’écailles et une tige dressée contenant de la 
chlorophylle. Certaines espèces produisent des rhizomes capables de passer l’hiver, 
tandis que d’autres possèdent des bourgeons spécialisés appelés hibernacles ou turions, 
qui assurent la reproduction végétative (Haynes et al., 1998b ; Wiegleb et al., 1998). 
 
2.2.2 Utilisation des potamots en médecine traditionnelle 
 
Quelques utilisations d’espèces de la famille des Potamogetonaceae ont été reportées 
dans la médecine populaire asiatique (Perry et al., 1980). Une décoction de Potamogeton 
pectinatus L. est utilisée en Chine pour traiter certaines affections hépatiques. Une autre 
préparation, contenant P. polygonifolius Pourr., permet de traiter la dysenterie, tandis 
qu’une décoction de la plante seule est employée contre les maux de dents et les maladies 
affectant les yeux. Le bouillon obtenu en cuisant la même espèce avec de la viande de 
porc est pris comme tonique en cas de ménorragie ou d’hémorragie intestinale. A Taiwan, 
P. javanicus Hassk. et P. natans L. sont considérées comme des plantes fébrifuges, et 
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dans la médecine ayurvédique P. nodosus Poir. est utilisé pour traiter le cancer, la 
tuberculose, l’acné et la toux (Qais et al., 1998). 
 
2.2.3 Les potamots en Suisse et dans le Lac Léman 
 
Dix-neuf espèces de potamots, dont deux hybrides, de même que l’unique représentant 
de l’autre genre des Potamogetonaceae, Groenlandia densa Fourr., sont présentes en 
Suisse (Lauber et al., 2000). Dix espèces sont sur la Liste rouge des plantes menacées en 
Suisse, et parmi celles-ci six sont considérées comme très menacées. Les potamots 
peuvent se rencontrer dans toutes les régions de la Suisse (Plateau, Jura, Alpes) de l’étage 
collinéen à subalpin (400-2000 m). 
Dans le relevé de la végétation macrophytique du Lac Léman effectué en 1997 par la 
Commission Internationale pour la Protection des Eaux du Léman (CIPEL), le genre 
Potamogeton est très bien représenté, puisque sur les 21 taxons relevés un tiers sont des 
potamots (P. pectinatus L., P. perfoliatus L., P. lucens L., P. pusillus L., P. x decipiens 
Nolte, P. crispus L.., P. gramineus L.,) (Demierre et al., 1999). L’espèce la plus répandue 
et la plus abondante du Lac Léman est P. pectinatus, aussi bien en 1997 qu’en 1975 lors 
du dernier recensement exhaustif. Elle est également très commune dans les autres lacs 
du Plateau suisse. En 1997, les Characées sont le deuxième taxon le plus abondant dans le 
Léman, devant deux autres espèces de potamots, P. perfoliatus et P. lucens, bien que 
P. perfoliatus soit en régression. De manière générale, l’évolution de l’abondance relative 
des différentes espèces de macrophytes est corrélée au niveau trophique des eaux du lac. 
Après que le lac Léman soit passé par une période eutrophe entre 1970 et 1992, la qualité 
des eaux s’est améliorée et le Léman est actuellement dans une phase mésotrophe. Le 
développement des Characées et la régression de P. perfoliatus entre 1975 et 1997 
semblent être des signes de l’amélioration globale de la qualité des eaux.  
Les quatre potamots P. pectinatus, P. lucens, P. perfoliatus et P. crispus ont été plus 
particulièrement choisis comme objets de cette étude. Ce sont en principe toutes des 
plantes adaptées aux milieux eutrophes (Lauber et al., 2000), mais leur répartition, leur 
abondance et leur évolution au cours du temps dans le lac Léman diffèrent d’une espèce à 
l’autre. Ces différences reflètent des variations d’adaptation aux conditions physico-
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chimiques du milieu, aux prédateurs et à la concurrence des autres espèces végétales. La 
régression de P. perfoliatus est ainsi expliquée partiellement par le développement des 
Characées (Demierre et al., 1999). Le développement spectaculaire de la distribution de 
P. pectinatus dans le lac Léman depuis le début du siècle, comparé à celui de 
P. perfoliatus et P. lucens, est attribué par Keller (1999) à des caractéristiques botaniques 
particulières. Entre autres facteurs, cet auteur cite la présence d’organes hivernants 
spécifiques (hibernacles ou cormes), une bonne résistance mécanique et une allocation de 
biomasse très modulable permettant d’adopter une stratégie de croissance compétitive ou 
tolérante au stress.  
De telles variations d’abondance et de distribution entre ces potamots s’expliquent 
peut-être aussi par la production ou non de molécules allélochimiques donnant un 
avantage compétitif. La validation de cette hypothèse impose cependant de mieux 
connaître leur phytochimie, qui a été peu étudiée jusqu’à présent. 
 
2.2.4 Potamogeton pectinatus L. 
 
Le potamot pectiné, P. pectinatus L., est une espèce cosmopolite submergée présente 
dans le monde entier, très polymorphe, avec de nombreuses formes locales et régionales. 
En Suisse, il est présent sur tout le Plateau, plus rarement dans les Alpes et le Jura, et est 
le macrophyte le plus abondant du lac Léman. Il se retrouve dans les eaux tranquilles et 
les cours d’eau, sur fonds sablonneux vaseux. La plante disparaît l’hiver, survivant par 
des hibernacles (Figure 2.4). 
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Figure 2.4: Répartition du potamot pectiné en Suisse (Lauber et al., 2000) et dans le Lac 
Léman (Demierre et al., 1999) pour les secteurs 1 : Versoix-Messery (+Céligny), 
2 : Thonon-Evian, 3 : Meillerie-Villeneuve, 4 : Cully-Genève, 5 : Lausanne-Morges, 
6 : Rolle-Promenthoux. 
 
 
 A B 
Figure 2.5: Le potamot pectiné (Potamogeton pectinatus) d’après Lauber et al. (2000) 
(A) et Stork et al. (1991) (B): a) épi de fleurs, b) épi de fruits, c) fruit agrandi 
 
La tige très rameuse (de type dichotome) atteint 3 m; les feuilles sont filiformes, 
atteignent 15 cm de long et 1.5 mm de large et se terminent en une pointe effilée. Les épis 
ont une longueur de 2 à 5 cm, avec 4 à 5 verticilles (ensemble de fleurs réunis autour de 
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l’axe), et sont portés par des pédoncules de 2 à 13 cm aussi minces que la tige (Lauber et 
al., 2000 ; Wiegleb et al., 1998) (Figure 2.5). 
 
2.2.5 Potamogeton lucens L. 
 
Le potamot luisant, P. lucens L., est une espèce submergée eurasiatique, également 
présente en Afrique du Nord et de l’Ouest. Il se concentre sur le Plateau, mais peut se 
retrouver dans toute la Suisse jusqu’à l’étage subalpin (env. 2000 m). C’est un 
macrophyte assez répandu dans le Léman et d’abondance stable, qui occupe les eaux 
tranquilles ou lentes entre 1 et 4 m de profondeur (Figure 2.6).  
 
 
Figure 2.6: Répartition du potamot luisant en Suisse (Lauber et al., 2000) et dans le Lac 
Léman (Demierre et al., 1999) pour les secteurs 1 : Versoix-Messery (+Céligny), 
2 : Thonon-Evian, 3 : Meillerie-Villeneuve, 4 : Cully-Genève, 5 : Lausanne-Morges, 
6 : Rolle-Promenthoux 
 
La tige généralement rameuse a une longueur de 2 à 6 m et 3 à 4 mm de diamètre. Les 
feuilles sont lancéolées, d’un vert sombre, luisantes et translucides. Sessiles ou avec un 
pétiole atteignant 1 cm, elles ont 10 à 25 cm de longueur et ont un bord ondulé et 
denticulé. Les épis sont cylindriques, ont jusqu’à 6 cm de long et sont portés par des 
pédoncules atteignant 30 cm, renflés et plus épais que la tige (Lauber et al., 2000 ; 
Wiegleb et al., 1998) (Figure 2.7). 
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 A B 
Figure 2.7: Le potamot luisant (Potamogeton lucens) d’après Lauber et al. (2000) (A) et 
Stork et al. (1991) (B): a) épi de fleurs, b) épi de fruits, c) fleur agrandie, d) coupe 
transversale d’une fleur, e) fruit agrandi  
 
2.2.6 Potamogeton perfoliatus L. 
 
Le potamot perfolié, P. perfoliatus L., est une espèce submergée cosmopolite, présente 
sur tous les continents à l’exception de l’Amérique du Sud. Cette espèce se rencontre 
jusqu’à 2000 m dans toutes les régions de la Suisse, mais est plus fréquente sur le Plateau 
et rare au sud des Alpes. C’est un macrophyte encore répandu dans le Léman, occupant 
les eaux profondes tranquilles ou lentes (Figure 2.8). 
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Figure 2.8: Répartition du potamot perfolié en Suisse (Lauber et al., 2000) et dans le Lac 
Léman (Demierre et al., 1999) pour les secteurs 1 : Versoix-Messery (+Céligny), 
2 : Thonon-Evian, 3 : Meillerie-Villeneuve, 4 : Cully-Genève, 5 : Lausanne-Morges, 
6 : Rolle-Promenthoux 
 
La tige généralement rameuse a une longueur atteignant 6 m. Les feuilles sont 
suborbiculaires à ovales, sessiles, embrassantes à base en cœur et ont au maximum 6 cm 
de long. Les épis atteignent 3 cm de longueur sur des pédoncules pas plus épais que la 
tige et d’au maximum 10 cm (Lauber et al., 2000 ; Wiegleb et al., 1998) (Figure 2.9). 
 
 
 A B 
Figure 2.9: Le potamot perfolié (Potamogeton perfoliatus) d’après Lauber et al. (2000) 
(A) et Stork et al. (1991) (B): a) épi de fleurs, b) épi de fruits, c) pointe d’une feuille, 
d) fleur agrandie, e) fruit agrandi 
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2.2.7 Potamogeton crispus L. 
 
Le potamot crépu, P. crispus L., est une espèce submergée clairement reconnaissable 
malgré d’importantes variations morphologiques. Il est présent actuellement sur tous les 
continents, après avoir été introduit en Amérique du Nord et du Sud. En Suisse, il occupe 
préférentiellement le Plateau, se rencontre également dans le Jura, mais est plus rare dans 
les Alpes. C’est un macrophyte préférant les eaux tranquilles de 1 à 3 m de profondeur, et 
qui est peu répandu dans le Léman (Figure 2.10).  
 
 
Figure 2.10: Répartition du potamot crépu (Potamogeton crispus) en Suisse (Lauber et 
al., 2000) et dans le Lac Léman (Demierre et al., 1999) pour les secteurs 1 : Versoix-
Messery (+Céligny), 2 : Thonon-Evian, 3 : Meillerie-Villeneuve, 4 : Cully-Genève, 
5 : Lausanne-Morges, 6 : Rolle-Promenthoux 
 
La tige rameuse, de forme tétragone comprimée, peut atteindre une longueur de 2 m. 
Les feuilles sont étroitement ovales, sessiles, semi-embrassantes, à bords parallèles, 
ondulés et denticulés, et atteignent 10 cm de long. Les épis ont peu de fleurs, ont environ 
2 cm de longueur et sont portés par des pédoncules pas plus épais que la tige et atteignant 
10 cm (Lauber et al., 2000 ; Wiegleb et al., 1998) (Figure 2.11). 
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2’,4’,6’,4-tétrahydroxychalcone, formée par la chalcone synthase à partir du malonyl-
CoA, un précurseur de la voie acétate-malonate, et du 4-coumaroyl-CoA, issu de la voie 
shikimate (Figure 2.12). Les flavonoïdes peuvent ensuite être modifiés par des réactions 
d’hydroxylation, méthylation, glycosylation et acylation (revue par Heller et al., 1993). 
 
Figure 2.12: Biosynthèse des flavonoïdes : exemple des flavones 
 
Divers travaux ont montré la présence de flavones et de leurs dérivés O- et C-
glycosylés dans les Potamogétonacées, tandis que les flavonols sont absents de cette 
famille (Williams et al., 1988). Contrairement à des familles proches comme les 
Zanichelliacées et les Zostéracées, les potamots ne semblent pas contenir de flavonoïdes 
sulfatés, des dérivés souvent associés à des plantes aquatiques (Harborne, 1975). Les 
flavones identifiées jusqu’à présent dans les potamots sont en fait toutes dérivées des trois 
aglycones apigénine, lutéoline et chrysoériol (Figure 2.13).  
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Composé R1 R2 R3 
Apigénine H H H 
A. 7-O-glucoside Glc H H 
A. 7-O-diglucoside Glc-Glc H H 
A. 7-O-glucuronide Glcu H H 
A. 6-C-glucoside 
(Isovitéxine) 
H H Glc 
Lutéoline H OH H 
L. 7-O-glucoside Glc OH H 
L. 7-O-méthyle CH3 OH H 
L. 7-O-glucuronide Glcu OH H 
L. 6-C-glucoside 
(Isoorientine) 
H OH Glc 
Chrysoériol H OCH3 H 
C. 7-O-glucoside Glc OCH3 H 
C. 6-C-glucoside 
(Isoscoparine) 
H OCH3 Glc 
 
Figure 2.13: Flavonoïdes identifiés dans le genre Potamogeton (Boutard et al., 1973 ; 
Roberts et al., 1986 ; Les et al., 1990) 
 
Les et Sheridan (1990) ont récemment étudié les flavonoïdes de 17 espèces nord-
américaines de potamots et mis en évidence une réduction du profil foliaire des 
glycoflavones dans les feuilles submergées par rapport aux feuilles flottantes. Ils ont 
montré que cette différentiation biochimique est aussi bien interspécifique 
qu’intraspécifique dans les espèces contenant les deux types foliaires. La perte de la 
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diversité flavonique est attribuée à une diminution du rôle des flavonoïdes en tant 
qu’écran UV. Cette dernière propriété a en effet certainement contribué au succès de 
l’adaptation des plantes aux milieux terrestres au cours de l’Evolution. Mais pour les 
plantes supérieures qui ont recolonisé les écosystèmes aquatiques, et plus 
particulièrement pour les espèces submergées, l’absorption des rayons UV par la matière 
organique dissoute dans l’eau rend inutile la présence de composés remplissant cette 
fonction. Les flavonoïdes restant peuvent être considérés comme des reliques, ou 
remplissent d’autres fonctions, peut-être entre autres celle de molécules allélopathiques.  
D’autres auteurs soulignent que les feuilles flottantes et émergées des plantes 
aquatiques sont plus vulnérables par rapport aux herbivores et aux pathogènes que les 
feuilles submergées. Les composés phénoliques en général seraient utilisés comme 
composés de défense. Or, comme leur synthèse exige énergie et carbone, cet 
investissement serait moins rentable dans les feuilles submergées que d’autres stratégies 
adaptatives, ce qui expliquerait les quantités plus faibles de composés phénoliques 
observées dans ces feuilles (Smolders et al., 2000). 
 
2.3.2 Diterpènes labdanes 
 
Les labdanes sont des diterpènes bicycliques formés à partir du géranyl-géranyl-
pyrophosphate (GGPP) par cyclisation acido-catalysée (Bruneton, 1999). Selon la 
conformation de ce précurseur linéaire sur la surface de l’enzyme catalysant la réaction, 
deux séries énantiomères sont synthétisées, les séries « normale » et « ent », de 
configurations opposées en C-5, C-9 et C-10 (Figure 2.14). Le géranyl-géranyl-
pyrophosphate, précurseur général des diterpènes, est issu de la voie acétate-mévanolate 
via l’addition séquentielle de plusieurs unités en C5, le pyrophosphate d’isopentényle 
(IPP), sur le pyrophosphate de dimétylallyle (DMAPP), un isomère de l’IPP (Bruneton, 
1999). En étudiant la biosynthèse de la marrubiine, un diterpène labdane de Marrubium 
vulgare (Lamiaceae), Knöss et al. (1997) ont montré cependant que ce composé était 
synthétisé par une voie alternative. Ces auteurs suggèrent que le pyrophosphate 
d’isopentényle est produit à partir du 1-déoxyxylulose-5-phosphate, formé lui-même par 
la condensation d’un pyruvate et du glycéraldéhyde-3-phosphate. 
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Figure 2.14: Cyclisation du géranyl-géranyl-pyrophosphate: formation des labdanes et 
ent-labdanes (figure adaptée de Bruneton (1999)) 
 
Bien qu’il n’existe pas à l’heure actuelle de labdanes avec un effet thérapeutique 
reconnu, un certain nombre d’activités biologiques ont été répertoriées pour ces 
diterpènes (revue par Singh et al., 1999). Certains ont ainsi révélé une activité anti-
bactérienne, anti-fongique, anti-inflammatoire, anti-leishmaniose, cardiotonique ou 
cytotoxique. Un certain nombre de ces composés sont présents dans des plantes utilisées 
en médecine traditionnelle, ce qui démontre que le potentiel thérapeutique des labdanes 
mérite d’être étudié de manière plus approfondie. 
Les différentes études réalisées jusqu’à présent sur la phytochimie du genre 
Potamogeton ont mis en évidence la présence caractéristique d’ent-labdanes (Smith et al., 
1976 ; Hasegawa et Hirose, 1983 ; Qais et al., 1998 ; Kittakoop et al., 2001 ; Cangiano et 
al., 2001 ; DellaGreca et al., 2001). Ceux-ci sont de structure relativement proches et 
contiennent soit un noyau furane (a-h) soit un groupe lactone (i-n), avec la présence 
possible d’une lactone intracyclique supplémentaire (a-d, i) (Figure 2.15).  
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Figure 2.15: Structure des labdanes identifiés dans Potamogeton nodosus Poir. 
(= P. malaianus Miq.) (a-b, e-f), P. ferrugineus Hagstr (b) et P. natans L. (a-e, g-n) 
 
Certains de ces labdanes possèdent une activité antibactérienne (b, Qais et al., 1998), 
antivirale (e-f, Kittakoop et al., 2001), cytotoxique (a-b, e-f, Kittakoop et al., 2001) et 
algicide (a-c, e, g-k, m-n, Cangiano et al., 2002). Des furano ent-labdanes de structure 
proche, ainsi que d’autres dérivés labdaniques, ont aussi été isolés du macrophyte Ruppia 
maritima L. (Ruppiaceae) (DellaGreca et al., 2000), et les composés o, q-s ont révélé une 
activité algicide (Figure 2.16). La famille des Ruppiaceae fait également partie de l’ordre 
des Najadales (Figure 2.3) ; d’anciennes classifications ont placé Ruppia dans les 
Potamogetonaceae, mais ce genre constitue maintenant une famille à part entière (Haynes 
et al., 1998a). 
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Figure 2.16: Structure des labdanes de Ruppia maritima L. (Ruppiaceae) 
 
La rotation optique ([α]D) des ent-labdanes est généralement de signe négatif comme 
le montrent les valeurs mesurées pour les composés isolés des genres Potamogeton et 
Ruppia, ainsi que celles de diterpènes analogues (Tableau 2.1). Les seuls ent-labdanes qui 
montrent des rotations optiques positives sont ceux contenant une fonction cétone en C-
12 (b, d, s). En conséquence, le furanolabdane isolé de P. nodosus par Qais et al. (1998) 
(b), et attribué par ces auteurs à la série normale, est certainement un ent-labdane. En ré-
isolant ce diterpène de P. natans, DellaGreca et al. (2001) l’ont identifié de même comme 
le dérivé 12-oxo de la potamogétonine (a), un ent-labdane également présent dans cette 
espèce de potamot.  
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Tableau 2.1: Rotation optique ([α]D) de divers ent-labdanes 
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Un problème différent est posé par le travail de Kittakoop et al. (2001), qui ont isolé le 
potamogétonyde (e) et le potamogétonol (f) de P. nodosus (= P. malaianus). Les auteurs 
attribuent ces labdanes à la série énantio, mais donnent pour ces composés, sans fonction 
cétone en C-12, des valeurs de rotation optique positives. En même temps ils justifient la 
stéréochimie absolue de ces labdanes par une rotation optique positive similaire à celle de 
la potamogétonine (a), alors que celle-ci a en fait une valeur négative ! Cette 
contradiction autorise donc à conclure que les rotations optiques de e et f sont en fait de 
signe négatif. Cette conclusion est en accord avec le ré-isolement de e de P. natans par 
DellaGreca et al. (2001), et la mesure d’un [α]D négatif pour ce composé. 
 
2.3.3 Autres composés 
 
Diverses autres classes de composés ont été caractérisées et quantifiées dans les 
potamots : les lipides (Dembitsky et al., 1992 ; Rozentsvet et al., 1995), les acides gras 
des lipides (Haroon et al., 1995 ; Rozentsvet et al., 1995), les acides aminés (Muztar et 
al., 1978) et les caroténoïdes (Muztar et al., 1979 ; Bianchi et al., 1990). Une autre étude 
a identifié le 2-hydroxyheptane-3,5-dione comme un composé antibactérien de 
P. nodosus Poir. (Zenefar et al., 1999). Suite à l’analyse des polyamines dans différentes 
plantes aquatiques, des tétraamines tertiaires ramifiées et des polyamines linéaires 
inusuelles ont été mises en évidence dans P. distinctus A. Bennett (Hamana et al., 2000). 
En étudiant les composés de défense des plantes aquatiques, Ostrofsky et Zettler (1986) 
ont examiné la composition en alcaloïdes de 9 espèces de potamots, incluant P. crispus, 
P. pectinatus et P. natans, par chromatographie sur couche mince. Entre 3 et 9 composés 
différents ont été ainsi mis en évidence dans les feuilles des potamots, mais sans être 
identifiés. Il est à noter cependant qu’un des réactifs utilisés pour révéler les alcaloïdes, le 
réactif de Dragendorff, spécifique des amines tertiaires, donne une réaction faussement 
positive avec certains labdanes de type lactone (Yang et al., 1998). Pour conclure, il faut 
encore signaler que la théophylline a été isolée de P. pectinatus lors de la recherche 
d’alcaloïdes dans cette plante (Ayatollahi et al., 1997). 
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 A B 
Figure 2.11: Le potamot crépu (Potamogeton crispus) d’après Lauber et al. (2000) (A) et 
Stork et al. (1991) (B): a) fleurs, b) fruits, c) fruit agrandi 
 
2.3 Travaux antérieurs sur la phytochimie du genre Potamogeton 
 
2.3.1 Flavonoïdes 
 
Les flavonoïdes sont une classe de composés ubiquitaires dans les plantes vasculaires 
et représentent un des plus grands groupes de produits naturels phénoliques. Ils 
interviennent dans  la pigmentation des fleurs, la protection des plantes contre les 
radiations UV de type B et leur défense contre les herbivores et les attaques microbiennes 
(Harborne et al., 2000). Certains flavonoïdes ont parallèlement une activité antioxydante 
(revue par Pietta, 2000), anti-inflammatoire, vasculaire, oestrogénique et antitumorale, 
pour ne citer que leurs principales propriétés pharmacologiques (revue par Harborne et 
al., 2000). Ces composés se divisent en différents types : flavones, isoflavones, flavonols, 
flavanones, flavanes, chalcones, anthocyanidines, catechines, ptérocarpanes, aurones. 
Tous sont des produits de la même voie biosynthétique par l’intermédiaire de la 
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3.1 Récolte, extraction et criblage biologique des potamots 
 
Les potamots, Potamogeton pectinatus L., P. perfoliatus L. et P. lucens L. ont été 
récoltés durant l’été 1999 dans le Lac Léman en collaboration avec l’ERM (Association 
intercommunale pour l’épuration des eaux usées de la région morgienne), qui a mis à 
disposition un bateau faucardeur permettant de prélever d’importantes quantités de 
matériel végétal relativement homogène. Le potamot P. crispus L. n’a pas été trouvé dans 
le Lac Léman et a donc été récolté dans le Lac de Joux pendant l’été 2000. Les espèces 
ont été identifiées par le professeur Jean-Bernard Lachavanne du Laboratoire d’Ecologie 
et de Biologie Végétale Aquatique de l’Université de Genève.  
Des algues filamenteuses utilisent souvent les macrophytes comme support. Un 
échantillon des ces algues a été récolté, extrait et analysé par HPLC-UV-MS comme les 
potamots afin de contrôler que, malgré le tri effectué, il n’y ait pas eu de contamination 
significative du matériel végétal récolté. Ces analyses ont permis de s’assurer que les 
composés identifiés ou isolés dans ce travail provenaient effectivement des potamots. 
Le matériel végétal séché a été broyé et extrait sous agitation à température ambiante 
successivement par un solvant apolaire, le dichlorométhane (DCM), et un solvant polaire, 
le méthanol (MeOH). La couleur verte très foncée des extraits DCM a montré qu’une 
proportion significative de pigments apparentés à la chlorophylle a été extraite ainsi. 
Les extraits bruts ont été soumis à différents tests biologiques, enzymatiques et 
chimiques afin de déterminer leurs activités : 
• antifongique contre Cladosporium cucumerinum et Candida albicans  
(Homans et al., 1970 ; Rahalison et al., 1991), 
• molluscicide contre Biomphalaria glabrata (Hostettmann et al., 1982),  
• larvicide contre Aedes aegypti (Cepleanu, 1993),  
• anti-radicalaire avec le DPPH (2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl) (Takao et al., 1994), 
• inhibitrice de l’acétylcholinestérase (AChE) (Marston et al., 2002).  
Dans le cas des tests larvicide et molluscicide, les organismes ont été directement 
exposés aux extraits bruts en milieu aqueux, tandis que les autres tests ont été effectués 
sur CCM après élution des extraits testés. 
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A ce stade aucune activité molluscicide, larvicide ou antifongique n’a pu être mise en 
évidence (Tableau 3.1). Une activité anti-radicalaire a été détectée dans tous les extraits 
méthanoliques, faible dans le cas de P. pectinatus et P. crispus, et forte chez P. lucens et 
P. perfoliatus. Une inhibition de l’acétylcholinestérase faible à moyenne a été mise en 
évidence pour tous les extraits, et l’ensemble des extraits apolaires a de plus montré sur 
couche mince un profil d’inhibition très semblable. Il faut noter que ce dernier test n’a été 
introduit au laboratoire qu’au début de l’année 2002 et n’a donc pas pu être utilisé pour 
guider le fractionnement. 
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Tableau 3.1: Résultats du criblage biologique des extraits bruts 
Espèce Organe Extrait Candida 
albicans 
Cladosporium 
cucumerinum 
Aedes 
aegypti DPPH AChE 
Biomphalaria 
glabrata 
Potomageton 
pectinatus 
Plante 
entière 
DCM 
MeOH 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
+ 
++ 
+ 
0 
0 
Potamogeton 
perfoliatus 
Plante 
entière 
DCM 
MeOH 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
+++ 
++ 
++ 
nd 
nd 
Potamogeton 
lucens 
Plante 
entière 
DCM 
MeOH 
0 
0 
 
0 
0 
 
0 
0 
0 
+++ 
++ 
++ 
nd 
nd 
Potamogeton 
crispus 
Plante 
entière 
DCM 
MeOH 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
+ 
+ 
+ 
nd 
nd 
 
nd : non déterminé ; 0 : pas d’activité ; + : activité faible ; ++ : activité moyenne ; +++ : forte activité 
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3.2 Criblage chimique des extraits apolaires par HPLC-UV-MS 
 
Les extraits dichlorométhaniques des potamots ont été analysés par HPLC-UV(DAD)-
MS(APCI) en mode positif afin de comparer leurs profils chromatographiques et 
d’obtenir une information sur la nature chimique et la masse de leurs constituants (Figure 
3.1). Pour obtenir une bonne résolution, les extraits ont été injectés sur deux colonnes 
HPLC (Zorbax Eclipse XDB-Phenyl) de 25 cm de longueur connectées en série, avec un 
gradient de 60 min. 
 
Figure 3.1: Profil chromatographique à 210 nm des extraits dichlorométhaniques des 
potamots analysés par HPLC-UV-MS en phase inverse. Les lettres désignent les 
composés identifiés par la suite (en italiques : m/z des composés identifiés et des 
constituants les plus significatifs des chromatogrammes). 
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Les chromatogrammes HPLC-UV-MS révèlent principalement des composés avec une 
masse moléculaire comprise entre m/z 250 et 550. Bien que les spectres UV montrent une 
certaine diversité, les pics majoritaires des extraits ont un spectre similaire à celui du 
composé K, avec un maximum d’absorbance entre 200 et 210 nm (Figure 3.2). Peu 
d’informations peuvent ainsi être déduites de ces spectres à ce stade du travail, à 
l’exception de ceux caractéristiques de pigments, tel le spectre UV du composé à m/z 593 
qui montre un maximum d’absorbance à 413 nm. Dans le cas présent, il s’agit sans doute 
du pheophorbide a (PM 592), un produit intermédiaire de la dégradation de la 
chlorophylle (Villanueva et Hastings, 2000). 
 
Figure 3.2: Sélection des principaux types de spectre UV rencontrés dans les 
chromatogrammes HPLC-UV-MS des extraits dichlorométhaniques des potamots  
(tr : temps de rétention, en minutes). 
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Les profils HPLC des différents potamots apparaissent assez proches. Toutes les 
espèces ont au minimum cinq composés en commun, trois d’entre elles (P. crispus, 
P. perfoliatus et P. lucens) ont le même pic majoritaire, et onze constituants se retrouvent 
aussi bien chez P. pectinatus que P. lucens. Sur la base de ces premiers résultats et de la 
quantité de matériel végétal à disposition, une analyse plus approfondie a été menée sur 
les extraits apolaires de Potamogeton pectinatus et P. lucens, dont les chromatogrammes 
montrent de surcroît la plus grande diversité de composés.  
 
3.3 Analyse des extraits dichlorométhaniques de Potamogeton pectinatus 
et P. lucens par HPLC-UV-RMN 
 
Une analyse HPLC-UV couplée à la RMN a été effectuée sur les extraits 
dichlorométhaniques de P. pectinatus et P. lucens, après élimination de la majeure partie 
des pigments par SPE, afin d’obtenir une information structurale plus approfondie de 
leurs constituants grâce aux spectres RMN protons (1H) (Figure 3.3 et Figure 3.4). Bien 
que plusieurs milligrammes d’extrait aient pu être injectés, la limite de sensibilité de la 
RMN n’a permis que de caractériser les produits majoritaires. Les analyses ont été faites 
en 12-13 heures avec un débit faible de phase mobile (0.1 ou 0.15 ml/min) afin 
d’augmenter le temps de résidence des composés dans la cellule d’analyse RMN et donc 
sa sensibilité. Les spectres 1H ont été enregistrés par incréments de 256 acquisitions. 
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Figure 3.3: Analyse HPLC-UV en phase inverse de l’extrait dichlorométhane de 
P. pectinatus (4 mg injectés), couplée à la RMN (1H) en mode continu (« on-flow »). 
 
Figure 3.4: Analyse HPLC-UV en phase inverse de l’extrait dichlorométhane de 
P. lucens (10 mg injectés), couplée à la RMN (1H) en mode continu (« on-flow »). 
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Les spectres protons révèlent principalement la présence de deux types de composés 
dans les deux extraits. La première classe correspond aux composés élués à tr 390 et 420 
min. dans le chromatogramme de P. pectinatus, et à tr 420 et 550 min dans celui de 
P. lucens. Les protons apparaissant entre δ 0.5 et 1.2 ppm sont caractéristiques de 
groupes méthyles, ceux entre δ 4.3 et 5.0 ppm d’un méthylène exocyclique et ceux entre 
δ 6.0 et 8.5 ppm d’un groupe aromatique furane. Les autres signaux sont compris entre 
δ 1.0 et 3.6 ppm. Ces valeurs sont attribuables à des diterpènes furanolabdanes, ce qui 
serait cohérent avec des masses de m/z 317 et m/z 345 (Figure 3.1). A 420 min dans 
l’extrait de P. lucens, la présence de quatre groupes méthyles au lieu de deux (δ 0.6, 0.7, 
1.1 et 1.2 ppm) permet de supposer la co-élution de deux isomères de labdanes.  
La deuxième classe de composés correspond aux produits élués à tr 460 et 530 minutes 
dans le chromatogramme de P. pectinatus, et à tr 490, 540 et 590 minutes dans celui de 
P. lucens. Les protons apparaissant entre δ 0.7 et 1.0 ppm sont caractéristiques de 
méthyles, ceux à δ 2.8 ppm de méthylènes situés entre deux protons oléfiniques, et ceux à 
δ 5.4 ppm de protons oléfiniques. Les autres signaux sont compris entre δ 1.0 et 3.0 ppm. 
Ces valeurs sont caractéristiques de chaînes linéaires insaturées. La polarité des pics 
chromatographiques élués entre 80 et 100 % d’acétonitrile sur une colonne de phase C18 
indique qu’il s’agit plus précisément d’acides gras insaturés, ce qui est cohérent avec des 
masses comprises entre m/z 263 et m/z 303. Par rapport aux chromatogrammes HPLC-
UV, les analyses HPLC-RMN permettent une mesure quantitative absolue des 
constituants des échantillons injectés (Godejohann et al., 1998), et montrent que les 
acides gras sont en fait les composés majoritaires des extraits dichlorométhaniques après 
élimination des pigments. 
Une identification plus précise des acides gras des potamots a été par la suite réalisée 
par une analyse GC-MS à partir des extraits dichlorométhane. Pour identifier les 
labdanes, leur isolement a été entrepris dans les deux extraits avec le but d’isoler 
également d’autres produits minoritaires.  
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3.4 Identification des acides gras des extraits apolaires par GC-MS 
 
Des fractions contenant les acides gras ont été isolées spécifiquement des extraits 
dichlorométhaniques des quatres potamots et méthylées en vue de leur analyse par GC-
MS en mode EI (Figure 3.5). Les échantillons ont également été injectés en mode CI afin 
de confirmer les masses moléculaires avec une ionisation plus douce des composés. 
Ceux-ci ont été identifiés à l’aide d’un mélange de 37 standards de méthyl-esters d’acides 
gras injecté dans les mêmes conditions. Cette identification a été confirmée par la 
comparaison des spectres de masse EI avec une librairie NIST, qui a permis en outre 
d’identifier d’autres composés présents dans les échantillons (Tableau 3.2). 
 
Tableau 3.2: Composés identifiés dans les potamots par GC-MS 
N° Nom 
Masse 
moléculaire 
   
 a) alcanes, alcènes  
1 1-Octadécène 252 
3 E-Eicosène (1,3,5 ou 9) 280 
4 Heneicosane 296 
8 1-Docosène 308 
   
 b) aldéhydes, cétones  
16 10-Nonadécanone 282 
18 E-15-Heptadécènal 252 
   
 c) méthyl-esters d’acides gras   
5 Acide myristiquea, c 242 
7 Acide pentadécanoïquea, b, c 256 
9 Acide palmitiquea, b, c 270 
11 Acide palmitoléiquea, c 268 
13 Acide heptadécanoïquea, b 284 
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14 Acide stéariquea, c 298 
17 Acide oléiquea, b, c 296 
20 Acide linoléiquea, c 294 
21 Acide α-linoléniquea 292 
22 Acide 2-hydroxy-hexadécanoïque 286 
   
 d) autres acides gras  
6 Isopropyl myristate 270 
10 Isopropyl palmitate 298 
15 Isopropyl stéarate 326 
   
 e) diterpènes  
19 3,7,11,15-Tétraméthyl-1,6,10,14 
tétraèn-3-ol 
290 
   
 f) contaminants  
2 2,6-Bis(1,1-diméthyl-éthyl)-4-
méthyl-phénol 
220 
12 2,4-Bis(1,1-diméthyl-)-phénol  206 
 
a
 : acides gras présents dans le mélange de standards 
b
 : acides gras présents dans les lipides de P. pectinatus selon Haroon et al. (1995) 
c
 : acides gras présents dans les lipides de P. perfoliatus selon Rozentsvet et al. (1995) 
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Figure 3.5: Profil chromatographique des acides gras des potamots par GC-MS en mode 
EI. Numérotation des composés selon Tableau 3.2, * : non identifié. 
 
Les profils GC-MS des potamots sont assez proches puisque la grande majorité des 
composés identifiés, et plus particulièrement les acides gras, se retrouvent dans les 
quatres espèces, bien que parfois à des concentrations très variables. C’est le cas par 
exemple de l’acide linolénique (21), qui est un composé majoritaire chez P. crispus et 
P. lucens, mais minoritaire dans les deux autres potamots. De même l’acide linoléique 
(20) n’a pas pu être mis en évidence dans P. pectinatus, alors qu’il est clairement présent 
dans les trois autres espèces. Ces résultats recoupent la liste des acides gras lipidiques 
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identifiés dans P. pectinatus (Haroon et al., 1995) et P. perfoliatus (Rozentsvet et al., 
1995), à l’exception de l’acide arachidique qui n’a pas été retrouvé ici sous forme libre. 
Le chromatogramme de P. pectinatus diffère cependant nettement des autres, car il est 
largement dominé par un produit majoritaire (19) non présent dans les autres potamots, le 
3,7,11,15-tétraméthyl-1,6,10,14-tétraèn-3-ol, également visible dans l’analyse HPLC-
RMN de l’extrait dichlorométhanique à tr 540 min (Figure 3.3). Les dérivés du phénol 2 
et 12 sont vraisemblablement des contaminants provenant du solvant d’extraction ; le 2,6-
bis(1,1-diméthyl-éthyl)-4-méthyl-phénol est notamment utilisé comme antioxydant dans 
les plastiques. 
 
3.5 Investigation phytochimique des extraits apolaires de Potamogeton 
pectinatus et P. lucens 
 
3.5.1 Fractionnement de l’extrait dichlorométhanique de Potamogeton 
pectinatus et isolement des composés A - K 
 
Un premier fractionnement de l’extrait brut dichlorométhanique de P. pectinatus 
(17 g) a été réalisé par chromatographie d’adsorption sur une colonne de silicagel pour 
donner 15 fractions (Figure 3.6). Les composés A – E, G, I – J ont pu ensuite être isolés 
des fractions Fp5, Fp8 et Fp10 par chromatographie préparative en phase inverse à basse 
(Lobar®), moyenne (MPLC) ou haute pression (HPLC semi-préparative). Les fractions 
Fp13 et Fp14 ont quant à elles été réunies et fractionnées successivement sur une 
deuxième colonne de silicagel, puis par chromatographie de partage sur une colonne de 
Sephadex® pour éliminer les pigments. Les composés K, H et un mélange de E et F ont 
pu finalement être obtenus par HPLC semi-préparative en phase inverse. Les produits A 
et I sont les constituants majoritaires et représentent respectivement 2.5 et 1.9 % de 
l’extrait. 
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Figure 3.6: Schéma de fractionnement de l’extrait dichlorométhanique de P. pectinatus 
 
3.5.2 Fractionnement de l’extrait dichlorométhanique de Potamogeton 
lucens et isolement des composés L - P. 
 
Un premier fractionnement de l’extrait brut dichlorométhanique de P. lucens (1 g) a 
été réalisé par chromatographie de partage centrifuge (CPC) pour donner 12 fractions 
(Figure 3.7). Le composé P a été obtenu de la fraction FI 5 après une SPE en phase 
inverse, suivie d’une HPLC semi-préparative en phase inverse. Le reste de l’extrait (12g) 
a d’abord été soumis à un partage liquide - liquide hexane : chloroforme : méthanol 
aqueux à 60 %. Cette opération avait pour but de diminuer les interférences des pigments 
dans le travail d’isolement en les concentrant dans la phase hexane. La phase chloroforme 
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a été ensuite fractionnée sur une colonne de silicagel pour donner 13 fractions. Les 
composés M et N ont été isolés directement de la fraction C 8 par HPLC semi-
préparative. Le produit O a été isolé des fractions C 2-7 grâce à une CPC suivie d’une 
HPLC semi-préparative. La phase hexane a d’abord été séparée par une VLC en phase 
inverse pour éliminer la majeure partie des pigments, et le composé L a été ensuite 
obtenu après une MPLC en phase inverse. Les produits L et P sont les constituants isolés 
en plus grandes quantités. Ils font partie des composés majoritaires et représentent 
respectivement 0.7 et 0.4 % de l’extrait. 
 
 
 
Figure 3.7: Schéma de fractionnement de l’extrait dichlorométhanique de P. lucens 
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3.5.3 Détermination de structure des composés A – K isolés de P. pectinatus 
 
3.5.3.1 Détermination de structure du composé A 
 
Les spectres de masse obtenus par EI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS dans 
l’extrait dichlorométhanique donnent pour A respectivement des ions moléculaire à 
m/z 344 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 345 [M+H]+ (Figure 3.8), qui correspondent à 
une masse de 344 Da. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la présence de 
21 atomes de carbone dont 6 carbones quaternaires, 5 groupes CH, 7 méthylènes et 3 
méthyles (Figure 3.9). L’ensemble de ces informations permet d’attribuer à A la formule 
brute C21H28O4 avec un degré d’insaturation de 8.  
 
 
Figure 3.8: Spectres de masse EI et HPLC-APCI-MS du composé A 
 
Le spectre RMN 13C permet en outre de mettre en évidence la présence des éléments 
suivants :  
• une fonction carbonyle à δ 194.2 
• un groupe carboxyle apparaissant à δ 177.6 
• un groupe méthoxyle à δ 51.2 
• 2 méthyles résonnant à δ 13.0 et 28.7 
• un méthylidène à δ 106.4 
• 3 CH aromatiques et 2 CH aliphatiques 
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• 2 carbones quaternaires aromatiques à  δ 128.0 et 148.7 
• 2 carbones quaternaires aliphatiques à δ 39.5 et 44.3 
• 6 méthylènes. 
 
 
Figure 3.9: Spectres RMN 13C et DEPT (125 MHz, CDCl3) du composé A 
 
Un spectre RMN HSQC de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à courte distance 
permet d’établir les connectivités protons – carbones (Figure 3.11). Il montre que les 
protons des méthylènes de A résonnent à des fréquences différentes, cet écart se situant 
entre 0.4 et 1.1 ppm (Figure 3.10), ce qui indique une structure relativement rigide 
(Silverstein et al, 1998). Les couplages entre protons géminaux apparaissent clairement 
dans le spectre de corrélation 1H-1H COSY (Figure 3.12B). 
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Figure 3.10: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé A 
 
 
Figure 3.11: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire à courte distance HSQC du 
composé A, avec les connectivités 1H-13C observées 
 
Le spectre COSY met en évidence la présence de deux sous-structures dans A, l’une 
aromatique, et l’autre aliphatique (Figure 3.12A). Cette dernière partie est probablement 
bicyclique étant donné le haut degré d’insaturation de la molécule et sa rigidité. Le 
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couplage des protons du méthylidène (δ 4.37 et 4.74) avec les protons à δ 2.09 et 2.66 de 
cette partie cyclique indique qu’il s’agit en fait d’un méthylène exocyclique, confirmé par 
la présence d’un signal de résonance d’un carbone quaternaire à δ 148.7.  
 
 
Figure 3.12: Spectres RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H COSY du composé A, 
avec les corrélations les plus significatives observées 
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Les signaux de résonance et le nombre de carbones de la partie aromatique suggèrent 
un noyau furane pour cette sous-structure. L’ensemble de ces données spectrales semble 
donc indiquer que A a une structure de base d’un diterpène de type furanolabdane, 
comme les composés isolés récemment de Potamogeton natans L. (DellaGreca et al., 
2001). 
Cette hypothèse a pu être confirmée par les corrélations 1H-13C à longue distance 
données par un spectre RMN HMBC (Figure 3.13). Elles ont en outre permis de localiser 
la fonction carbonyle en C-12, ce qui explique l’absence de corrélation homonucléaire 
1H-1H entre le noyau furane et la partie bicyclique de la molécule. De même il a été 
démontré que la fonction carboxylique est estérifiée et se situe bien en C-4, comme l’un 
des deux méthyles, tandis que l’autre méthyle se situe en C-10. La localisation du 
méthylène exocyclique a également pu être confirmée de cette manière.  
 
Figure 3.13: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du composé A, avec les corrélations les plus significatives observées 
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La comparaison des données spectrales RMN de A avec le 15,16-époxy-12-oxo-
8(17),13(16),14-labdatrièn-19-oate ([α]D = - 6.5°) isolé de Sciadopitys verticillata Sieb. et 
Zucc. (Taxodiaceae) par Hasegawa, et al. (1985), et avec son énantiomère (s) ([α]D = 
+8°) identifié dans Ruppia maritima L. (Ruppiaceae) par DellaGreca et al. (2000), a 
établi que le composé A possède la même structure et une configuration relative 
identique (CH3 -20α, H-9β, H-5β, CH3 -18β). Son attribution à la série opposée des 
diterpènes labdanes a été finalement basée sur son pouvoir rotatoire positif ([α]D = 
+2.8°). Ainsi le composé A a pu finalement être identifié comme le méthyl-15,16-époxy-
12-oxo-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate (Figure 3.14). 
 
 
 
Figure 3.14: Structure du composé A. * : centre chiraux avec leur configuration 
 
3.5.3.2 Détermination de structure du composé B 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI donnent pour B respectivement des ions 
moléculaire à m/z 316 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 317 [M+H]+ (Figure 3.15), qui 
correspondent à une masse de 316 Da. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT 
indiquent la présence de 20 atomes de carbone dont 5 carbones quaternaires, 5 groupes 
CH, 8 méthylènes et 2 méthyles (Figure 3.16). L’ensemble de ces informations permet 
d’attribuer à B la formule brute C20H28O3 avec un degré d’insaturation de 7. 
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Figure 3.15: Spectres de masse EI et DCI du composé B 
 
Les spectres 13C (Figure 3.16) et 1H (Figure 3.17) montrent des signaux très 
semblables à ceux produits par le composé A, avec cependant deux différences majeures : 
• l’absence de signaux correspondant à la fonction méthyl-ester 
• l’absence d’une résonance correspondant à la fonction carbonyle. 
 
 
Figure 3.16: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé B 
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Figure 3.17: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé B 
 
La disparition de l’ester explique le signal à plus bas champs par rapport au composé 
A de la fonction carboxyle en C-19 (δ 182.9). Quant au groupe carbonyle en C-12, il a été 
remplacé par un méthylène aliphatique à δ 23.6 ppm, dont les protons sont couplés à ceux 
du méthylène en C-11 (Figure 3.18). Cette substitution explique le déplacement à 
champs plus élevés par rapport à A des signaux 13C de C-11 (12 ppm) et C-16 (8 ppm), et 
la diminution du degré d’insaturation de 8 à 7. 
 
Figure 3.18: Agrandissement du spectre RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H 
COSY du composé B, avec les corrélations les plus significatives observées 
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Ces observations ont été confirmées par les corrélations 1H-13C à longue distance 
(Figure 3.19) apparues entre les protons en C-12 et les carbones C-11, C-13 et C-16. Les 
autres corrélations observées correspondent à celles caractéristiques d’un squelette acide 
furanolabdanoïque, déjà mises en évidence pour A. 
 
 
Figure 3.19: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du composé B, avec les corrélations les plus significatives observées 
 
Le composé B a été finalement identifié comme l’acide daniellique ou acide 15,16-
époxy-8(17),13(16),14-ent-labatrièn-19-oïque (Figure 3.20), en comparant son pouvoir 
rotatoire ([α]D = -45.1°) à celui du composé original ([α]D = -58°) isolé de Daniellia 
oliveri Hutchinson et Dalziel (Leguminosae) (Haeuser et al., 1961) (Tableau 2.1). 
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Figure 3.20: Structure du composé B 
3.5.3.3 Détermination de structure du composé C 
 
Le spectre de masse obtenu par EI ne permet pas d’observer l’ion moléculaire du 
composé C, mais uniquement des fragments à m/z 328 et 346 pour les masses les plus 
élevées. Cependant un spectre obtenu à haute résolution en mode électrospray (ESI) a 
permis d’observer un ion pseudo-moléculaire à m/z 411.2176 [M+Na]+ avec la formule 
brute C23H32O5Na (masse calculée 411.2147) (Figure 3.21). Le composé C a donc une 
masse de 388 Da et la formule brute C23H32O5 avec un degré d’insaturation de 8. Le 
spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la présence de 23 atomes de carbone 
dont 6 carbones quaternaires, 6 groupes CH, 7 méthylènes et 4 méthyles (Figure 3.22).  
 
 
Figure 3.21: Spectres de masse EI et ESI du composé C 
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Les spectres 13C (Figure 3.22) et 1H (Figure 3.23) montrent que C fait également 
partie de la classe des acides furanolabdanoïques avec les particularités suivantes :  
• la présence d’un groupe méthyl-ester 
• le signal d’un second groupe carboxyle à δ 170.2 
• la présence d’un méthyle supplémentaire à 13C δ 21.3 et 1H δ 2.02. 
 
 
Figure 3.22: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé C 
 
 
Figure 3.23: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé C 
 
Le signal de résonance à δ 177.6 de la fonction carboxyle en C-4 montre que celle-ci 
est effectivement estérifiée par un méthyle, comme dans le composé A. Les spectres de 
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masse montrent la perte d’un groupe acétoxy, dont la présence est cohérente avec les 
signaux RMN supplémentaires. Cette fonction semble s’attacher en C-12 (δ 68.1) comme 
l’indique le déplacement de son signal 13C à champs plus bas (43.8 ppm) par rapport à B. 
Le déblindage du proton H-12 (δ 5.83), couplé aux protons H2 -11 et H-9 (Figure 3.24), 
confirme la localisation de C-12 et sa liaison à un atome d’oxygène. 
 
 
Figure 3.24: Spectre RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H COSY du composé C, 
avec les corrélations les plus significatives observées 
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La structure définie ci-dessus a pu être confirmée par un spectre de corrélation 1H-13C 
à longue distance HMBC (Figure 3.25), où apparaissent clairement les corrélations entre 
H-12 et C-22, et entre les protons H3-23 et C-22. 
 
 
Figure 3.25: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du composé C, avec les corrélations les plus significatives observées 
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Figure 3.26: Spectres RMN des expériences NOE effectuées sur le composé C 
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Figure 3.27: Corrélations spatiales homonucléaires 1H-1H les plus significatives 
observées dans le composé C grâce aux expériences NOE 
 
Une série d’expériences NOE a confirmé que le composé C possède la même 
configuration relative que les composés A et B (CH3-20α, H-9β, H-5β, CH3-18β) 
(Figure 3.26 et Figure 3.27). Elles ont également  permis de définir les protons α et β 
des méthylènes du bicycle labdanique, tels qu’ils ont été présentés dans le spectre 1H de 
C (Figure 3.23). Les deux cycles ont une conformation chaise, ce qui permet de 
déterminer les protons axiaux (H-1β, H-2α, H-3β, H-6α, H-7β) et équatoriaux (H-1α, H-
2β, H-3α, H-6β, H-7α). L’attribution de C à la série ent-labdane se base sur son pouvoir 
rotatoire négatif ([α]D = -18.0°) et le fait que tous les labdanes isolés jusqu’à présent du 
genre Potamogeton appartiennent à cette série (Hasegawa et al., 1983; Kittakoop et al., 
2001; Cangiano et al., 2001) (Tableau 2.1). 
La valeur du pouvoir rotatoire de C semble montrer en outre que ce composé n’est pas 
l’énantiomère du méthyl-15,16-époxy-12R-acétoxy-8(17),13(16),14-labdatrièn-19-oate 
([α]D = +79.4°) isolé de Sciadopytis verticillata Sieb. et Zucc. (Taxodiaceae) (Hasegawa 
et al., 1985), mais un de ses diastéréoisomères, le méthyl-15,16-époxy-12R-acétoxy-
8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate. La configuration absolue de C-12 a été 
déterminée plus précisément en effectuant l’hydrolyse alcaline du composé C afin 
d’obtenir son dérivé hydroxylé en C-12, le méthyl-15,16-époxy-12-hydroxy-
8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate. Le spectre de masse DCI du produit d’hydrolyse 
Chapitre 3 
 - 64 - 
Ch donne un ion pseudo-moléculaire à m/z 364 [M+NH4]+. L’absence d’un signal 1H 
méthyle à δ 2.02 et le déplacement du signal H-12 à plus hauts champs (δ 4.71) 
confirment la perte du groupe acétyle (Figure 3.28). 
 
 
Figure 3.28: Spectres de masse DCI et RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé Ch 
 
Bell et al. (1972) ont effectué la synthèse des deux épimères des dérivés hydroxyles en 
C-12 du méthyl-ester de l’acide 8(17),13(16),14-trièn-19-oïque de la série normale. Ils 
ont établi que les déplacements chimiques des protons H2-17 sont influencés par la 
configuration R ou S en C-12 (R, δ H-17a : 4.47, H-17b : 4.87 ppm ; S, δ H-17a : 4.72, H-
17b : 4.88 ppm). Ces configurations se traduisent en fait par des populations de 
conformères différenciées plus (S) ou moins (R) favorables au déblindage du proton H-
17a par le groupe hydroxyle (Bell et al., 1975). Dans le cas des ent-labdanes, c’est la 
configuration R qui est le plus favorable au déblindage de H-17a, avec les populations de 
confomères I et II probablement également représentées (Figure 3.29). En effet 
l’interaction défavorable de l’hydroxyle et de H-17a dans I est contrebalancée par 
l’interaction du furane et de H-9 dans II. Comme avec la configuration S le conformère 
IV est peu probable à cause de la double interaction du groupe hydroxyle et de H-17a, et 
du groupe furane et de H-9, il n’y a pas dans ce cas de déblindage du proton H-17a par 
l’hydroxyle (Figure 3.29).  
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Figure 3.29: Conformères stables des 12R- et 12S-OH configurations de Ch 
 
Les déplacements chimiques des protons H-17a à δ 4.74 et H-17b à δ 4.91 ppm de Ch 
indiquent donc une configuration R en C-12. Ceci permet de confirmer que C est le 
méthyl-15,16-époxy-12R-acétoxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate, un nouveau 
produit naturel (Figure 3.30). 
 
 
Figure 3.30: Structure du composé C. * : centre chiraux avec leur configuration 
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3.5.3.4 Détermination de structure du composé D 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI ne donnent pas de ion moléculaire ou 
pseudomoléculaire pour le composé D, mais des fragments caractéristiques de la perte 
d’un groupe acétoxy comme dans le composé C (Figure 3.31). Un spectre obtenu à haute 
résolution en mode ESI a permis d’observer un ion pseudo-moléculaire à m/z 397.1992 
[M+Na]+ avec la formule brute C22H30O5Na (masse calculée 397.1985). Le composé D a 
donc une masse de 374 Da et une formule brute C22H30O5 avec un degré d’insaturation de 
8. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la présence de 22 atomes de 
carbone dont 6 carbones quaternaires, 6 groupes CH, 7 méthylènes et 3 méthyles (Figure 
3.32).  
 
 
Figure 3.31: Spectres de masse EI et DCI du composé D 
 
Les spectres 13C (Figure 3.32) et 1H (Figure 3.33) montrent des signaux très 
similaires à ceux du composé C, à l’exception de l’absence d’un groupe méthyl-ester, qui 
explique le déplacement significatif à plus bas champs du carboxyle (δ 182.8) par rapport 
à C (δ 177.6). Le composé D, ([α]D = -10.8°), est donc l’acide 15,16-époxy-12R-acétoxy-
8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oïque, et également un produit naturel nouveau 
(Figure 3.34). 
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Figure 3.32: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé D 
 
Figure 3.33: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé D 
 
 
Figure 3.34: Structure du composé D 
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3.5.3.5 Détermination de structure du composé E 
 
Les spectres de masse obtenus par EI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS dans 
l’extrait dichlorométhane donnent pour E respectivement des ions moléculaire à m/z 332 
[M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 333 [M+H]+ (Figure 3.35), qui correspondent à une 
masse de 332 Da. Dans l’analyse HPLC-MS, il faut noter également la présence d’un ion 
pseudo-moléculaire à m/z 350 [M+NH4]+, qui représente l’ion majoritaire du spectre de 
E, alors qu’aucun ajout post-colonne d’ammonium n’a été effectué. Celui-ci était sans 
doute présent en traces dans le système, ce qui montre que lors de l’analyse HPLC-APCI-
MS de E la réaction produisant l’adduit [M+NH4]+ est très favorisée. La masse de E a été 
finalement confirmée par un spectre obtenu à haute résolution en mode ESI qui a permis 
d’observer un ion pseudo-moléculaire à m/z 333.2061 [M+H]+ avec la formule brute 
C20H29O4 (masse calculée 333.2066). Le composé E a donc la formule brute C20H28O4 
avec un degré d’insaturation de 7. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la 
présence de 20 atomes de carbone dont 6 carbones quaternaires, 3 groupes CH, 
9 méthylènes et 2 méthyles (Figure 3.36).  
 
Figure 3.35: Spectres de masse EI et HPLC-APCI-MS du composé E 
 
Les spectres 13C (Figure 3.36) et 1H (Figure 3.37) montrent des signaux similaires à 
ceux produits par le composé B, avec cependant trois différences majeures : 
• La présence d’une fonction carbonyle supplémentaire à δ 176.9 ppm 
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• La présence d’un méthylène supplémentaire à 13C δ 72.1 et 1H δ 4.8 ppm 
• l’absence de deux CH aromatiques  
 
 
Figure 3.36: Spectre RMN 13C (125 MHz, CD3OD) du composé E 
 
 
Figure 3.37: Spectre RMN 1H (500 MHz, CD3OD) du composé E 
 
Les différences constatées n’affectent pas la partie bicyclique du labdane E. Le spectre 
de corrélation 1H-1H COSY (Figure 3.38) montre en effet un couplage entre le proton H-
14 et les protons du méthylène à δ 4.8 ppm (H2-15), dont le déplacement chimique 13C à 
δ 72.1 ppm indique en outre une liaison avec un atome d’oxygène. Un spectre de 
corrélation 1H-13C à longue distance HMBC (Figure 3.39) fait de plus apparaître des 
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corrélations entre Ha-12, H-14 et H2-15 et le carbonyle C-16 à δ 176.9 ppm. L’ensemble 
de ces données est cohérent avec la présence d’un noyau γ-lactone α,β insaturé au lieu 
d’un furane comme dans les composés précédents. Le déplacement chimique de H-14 à 
δ 7.33 ppm confirme la localisation du groupe carbonyle en C-16 et non en C-15. 
 
 
Figure 3.38: Spectre RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H COSY du composé E, 
avec les corrélations les plus significatives observées 
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Figure 3.39: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du composé E, avec les corrélations les plus significatives observées 
 
Le composé E a été finalement identifié comme un nouveau composé, l’acide 
8(17),13-ent-labadièn-16,15-olid-19-oïque (Figure 3.40), en comparant ses données 
spectrales et son pouvoir rotatoire ([α]D = -33.0°) à celui de son énantiomère l’acide 
pinusolidique ([α]D = +54.5°), isolé de Brickellia glomerata Fernald (Asteraceae) 
(Calderon et al., 1987) et de Biota orientalis Endl. (Coniferae) (Yang et al., 1998). Sa 
configuration relative a été confirmée par un spectre RMN de corrélation homonucléaire 
1H-1H à travers l’espace NOESY (Figure 3.41), montrant en particulier un effet NOE 
entre Hβ-5 et Hβ-9, et entre H3β-18 et Hβ-5. L’expérience NOESY a également permis 
de définir les protons α et β des méthylènes du bicycle labdanique, tels qu’ils ont été 
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présentés dans le spectre 1H de E (Figure 3.37), et de démontrer ainsi que E a la même 
conformation que le composé C. 
 
Figure 3.40: Structure du composé E 
 
Figure 3.41: Spectre RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H à travers l’espace 
NOESY du composé E, avec les corrélations les plus significatives observées 
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3.5.3.6 Détermination de structure du composé F 
 
Le composé F a été isolé sous forme de mélange avec E. Les spectres de masse 
obtenus par EI sur le mélange et par HPLC-APCI-MS dans l’extrait dichlorométhane 
permettent d’attribuer à F respectivement les ions moléculaire à m/z 294 [M].+ et pseudo-
moléculaire à m/z 295 [M+H]+ (Figure 3.42), qui correspondent à une masse de 294 Da. 
 
 
Figure 3.42: Spectres de masse EI et HPLC-APCI-MS du composé F 
 
Les spectres RMN HSQC (Figure 3.43) et HSQC-TOCSY (Figure 3.44) du mélange 
ont permis d’extraire les signaux 1H et 13C spécifiques à F (Figure 3.45 et Figure 3.46). 
Ceux-ci mettent en évidence la présence d’un bicycle labdanique, mais pas celle d’une 
partie furane ou lactone.  
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Figure 3.43: Agrandissement du spectre RMN de corrélation hétéronucléaire à courte 
distance HSQC du mélange des composés E et F, avec les connectivités 1H-13C observées 
pour F. 
 
 
Figure 3.44: Agrandissement du spectre RMN HSQC-TOCSY du mélange des composés 
E et F, avec les corrélations 1H-13C observées pour F. 
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Le spectre RMN 13C de F indique la présence de 17 atomes de carbone, dont 5 
carbones quaternaires, 2 groupes CH, 7 méthylènes et 3 méthyles (Figure 3.46), avec les 
caractéristiques suivantes : 
• La présence de deux fonctions carbonyles à δ 177.6 et 179.1 ppm 
• La présence d’un méthyl-ester à δ 51.2 ppm. 
 
 
Figure 3.45: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé F 
 
 
Figure 3.46: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé F 
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Les signaux 13C et 1H du méthylène en C-2 sont en fait totalement confondus avec 
ceux du composé E. Les autres signaux sont relativement similaires à ceux de E, avec 
cependant certaines différences significatives telles que : 
• le déplacement à plus bas champs de 0.6 à 0.8 ppm pour Hβ-9 (δ 2.32) et Ha/Hb
 
- 
11 (δ 2.4, 2.5) 
• le déplacement à plus hauts champs de 4 ppm pour C-9 (δ 51.7) 
• le déplacement à plus bas champs de 9 ppm pour C-11 (δ 30.9) 
 
Ces signaux indiquent la présence d’une fonction carboxylique en C-12, qui est 
confirmée par une expérience HMBC (Figure 3.47) montrant une corrélation entre Ha-11 
et C-12 à δ 179.1 ppm. Le spectre HMBC indique également que le méthyle à δ 51.2 ppm 
estérifie la fonction carboxylique située en C-19. 
 
Figure 3.47: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du mélange des composés E et F, avec les corrélations les plus significatives 
observées pour F 
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La rotation optique du mélange E/F ([α]D = -35.6°) est très similaire à celle du 
composé E lui-même ([α]D = -33.0°). Ceci laisse supposer que le composé F a une 
rotation optique négative de valeur proche de celle du composé E, et qu’il fait ainsi 
également partie des ent-labdanes. L’ensemble de ces résultats permet donc d’attribuer à 
F la structure méthyl-12-hydroxy-12-oxo-13,14,15,16-tétranor-8(17)-ent-labdèn-19-oate 
(C17H26O4) (Figure 3.48). Ce composé est un énantiomère du 19-méthyl-ester de l’acide 
acrostalique (Sato et al., 1976) et n’a jamais été auparavant identifié dans une plante. 
 
 
 
Figure 3.48: Structure du composé F 
 
3.5.3.7 Détermination de structure du composé G 
 
Les spectres de masse obtenus par DCI et EI donnent pour G respectivement un ion 
pseudo-moléculaire à m/z 366 [M+NH4]+ et un fragment à m/z 330 [M-H2O].+ (Figure 
3.49), qui correspondent à une masse de 348 Da. La masse de G a été confirmée par un 
spectre obtenu à haute résolution en mode ESI qui a permis d’observer un ion pseudo-
moléculaire à m/z 371.1831 [M+Na]+ avec la formule brute C20H28O5Na (masse calculée 
371.1830). Le composé G a donc la formule brute C20H28O5 avec un degré d’insaturation 
de 7. Le spectre RMN 13C indique la présence de 20 atomes de carbone, dont 6 carbones 
quaternaires, 4 groupes CH, 8 méthylènes et 2 méthyles (Figure 3.50).  
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Figure 3.49: Spectres de masse EI et DCI du composé G 
 
Les spectres 13C (Figure 3.50) et 1H (Figure 3.51) montrent des signaux similaires à 
ceux produits par le composé E, avec cependant quelques différences significatives : 
• le déplacement à plus hauts champs du groupe carbonyle du lactone (δ 173.7 ppm, 
dont le signal de résonance se confond avec celui de C-13 
• le déplacement à plus hauts champs des signaux de CH-14 à 13C δ 117.6 et 
1H δ 5.89 ppm 
• le remplacement du méthylène de la partie lactone par un groupe CH à 
13C  δ 101.2 et 1H δ 6.02 ppm 
 
 
Figure 3.50: Spectre RMN 13C (125 MHz, CD3OD) du composé G 
 
Résultats 
- 79 - 
 
Figure 3.51: Spectre RMN 1H (500 MHz, CD3OD) du composé G 
 
Les déplacements chimiques du groupe CH-14 s’expliquent par une localisation de la 
fonction carbonyle de la lactone en C-15, et non en C-16 comme observé pour E. D’après 
la formule brute de G, il existe encore un atome d’oxygène sous forme d’hydroxyle à 
localiser dans la molécule. Celui-ci ne peut en fait qu’être attaché au carbone C-16, ce qui 
explique les signaux de résonance à relativement bas champs de C-16 et H-16. Ces 
données, et la rotation optique de signe négatif ([α]D = -36.6°), permettent d’identifier G 
comme un composé naturel nouveau, l’acide 16-hydroxy-8(17),13-ent-labdadièn-15,16-
olid-19-oïque (Figure 3.52). Cette identification a été confirmée par comparaison des 
données spectrales de G avec celles de son énantiomère isolé de Calocedrus formosona 
Florin (Cupressaceae) (Fang et al., 1989), et avec celles de son épimère l’acide 16-
hydroxy-8(17),13-ent-labdadièn-15,16-olid-18-oïque isolé sous forme de méthyl-ester de 
Brickellia lemmonii A. Gray (Asteraceae) (Zdero et al., 1991). La confusion des signaux 
de résonance des carbones C-13 et C-15 (Figure 3.50) s’observe également avec 
l’énantiomère de G. La configuration relative de G a été confirmée par une expérience 
NOESY, montrant en particulier un effet NOE entre Hβ-5 et Hβ-9, et entre H3β-18 et 
Hβ-5. La configuration absolue en C-16 n’a pas pu être déterminée, mais la présence des 
deux épimères est probable comme c’est le cas pour les composés isolés de Calocedrus 
formosona et Brickellia lemmonii. 
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Figure 3.52: Structure du composé G 
 
3.5.3.8 Détermination de structure du composé H 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI donnent pour H respectivement des ions 
moléculaire à m/z 358 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 376 [M+NH4]+ (Figure 3.53), 
qui correspondent à une masse de 358 Da. Le spectre RMN 13C n’indique la présence que 
de 10 atomes de carbone, dont 3 carbones quaternaires, 5 groupes CH, 1 méthylène et 1 
méthyle (Figure 3.54). Le composé H est donc un dimère, dont la formule brute est 
C20H22O6 avec un degré d’insaturation de 10 laissant soupçonner son appartenance à la 
classe des lignanes. 
 
 
Figure 3.53: Spectres de masse EI et DCI du composé H 
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Figure 3.54: Spectre RMN 13C (125 MHz, CD3OD) du composé H 
 
 
Figure 3.55: Spectre RMN 1H (500 MHz, CD3OD) du composé H 
 
Le spectre 1H montre six protons aromatiques à δ 6.95 (2H : d, 1.95 Hz), 6.81 (2H : 
dd, 1.72, 8.06 Hz) et 6.77 (2H : d, 8.30 Hz) ppm  (Figure 3.55). Les constantes de 
couplage indiquent que les quatre protons à plus hauts champs sont en position ortho (H-
5,5’, H-6,6’), tandis que les plus déblindés (H-2,2’) sont en position méta par rapport à H-
6,6’, et para par rapport à H-5,5’. Les autres positions du cycle aromatique sont occupées 
par des carbones quaternaires, liés à des substituants hydroxyles en C-4,4’, méthoxyles en 
C-3,3’ et au reste de la molécule en C-1,1’, comme le montre le spectre HMBC de H 
(Figure 3.56). Les corrélations HMBC indiquent également que les cycles aromatiques 
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sont liés à la partie aliphatique de H par C-7,7’ Ces carbones sont d’un côté liés à un 
atome d’oxygène et de l’autre aux C-8,8’.  
 
 
Figure 3.56: Spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à longue distance 
HMBC du composé H, avec les corrélations les plus significatives observées 
 
L’ensemble de ces données permet d’attribuer à H la structure 4,4’-dihydroxy-3,3’-
diméthoxy-7,9’:7’,9-diépoxylignane, ou pinorésinol. Les déplacements chimiques de  
C-7,7’ (δ 87.5), C-8,8’ (δ 55.4) et C9,9’ (δ 72.6) confirment l’orientation équatoriale des 
deux groupes aryles (Agrawal et al., 1985). La rotation optique de H ([α]D = -15.7°) a été 
comparée à celle donnée dans la littérature pour le (-)-pinorésinol ([α]D = -34.7°) isolé de 
Daphne tangutica Maxim. (Thymelaceae) (Lin-gen et al., 1982). Elle semble démontrer 
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qu’il s’agit ici d’un mélange (±)-pinorésinol, avec une majorité de l’énantiomère (-), qui 
est plus rarement présent dans les plantes que la forme (+) (Lin-gen et al., 1982). 
 
3.5.3.9 Détermination de structure du composé I 
 
Les spectres de masse obtenus par EI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS dans 
l’extrait dichlorométhane donnent pour I respectivement des ions moléculaire à m/z 290 
[M].+ et un fragment à m/z 273 [M-H2O+H]+ (Figure 3.57), qui correspondent à une 
masse de 290 Da. Le spectre RMN 13C indique la présence de 20 atomes de carbone, dont 
4 carbones quaternaires, 4 groupes CH, 7 méthylènes et 5 méthyles (Figure 3.58). Le 
composé I a donc la formule brute C20H34O avec un degré d’insaturation de 4, ce qui 
semble indiquer que I est un diterpène linéaire. 
 
 
Figure 3.57: Spectres de masse EI et HPLC-APCI-MS du composé I 
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Figure 3.58: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé I 
 
Les spectres 13C et 1H montrent la présence d’un méthylidène terminal en C-1 (C-1 : 
δ 111.6 ppm ; Ha-1 : δ 5.06, Hb-1 : δ 5.21 ppm). Le proton H-2 (δ 5.01 ppm, dd 10.74, 
17.09 Hz) forme un système ABX avec Ha-1 (dd 0.98, 10.74 Hz) et Hb-1 (dd 1.46, 17.09 
Hz) (Figure 3.59).  
 
 
Figure 3.59: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé I 
 
L’absence d’autre couplage pour le proton H-2 et les corrélations HMBC (Figure 
3.60) indiquent un carbone quaternaire à δ 73.5 ppm en C-3, lié à un méthyle (C-20 : 
δ 27.9 ppm) et à un groupe hydroxyle. Le reste de la molécule suit un motif régulier 
répété trois fois, qui comprend deux méthylènes, suivi de deux carbones alcènes dont le 
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deuxième est substitué en cis par un méthyle, jusqu’au méthyle terminal en C-16 (δ 25.7 
ppm).  
 
 
Figure 3.60: Agrandissement du spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à 
longue distance HMBC du composé I, avec les corrélations les plus significatives 
observées 
 
Le composé I est ainsi le 3,7,11,15-tétraméthyl-1,6,10,14 (6E, 10E)-tétraèn-3(S)-ol, ou 
(+)-géranyllinalool, identifié précédemment par GC-MS dans P. pectinatus (Figure 3.5). 
Son isolement a permis de déterminer la configuration absolue en C-3 sur la base du 
signe positif de sa rotation optique ([α]D = +4.9°). Cette structure a été confirmée par 
comparaison des données spectrales avec celles établies pour le (-)-geranyllinalool isolé 
de l’algue rouge Laurencia microcladia Kützning (Ceramialae) (Guella et al., 2000).  
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3.5.3.10 Détermination de structure du composé J 
 
Les spectres de masse obtenus par EI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS dans 
l’extrait dichlorométhane donnent pour J respectivement des ions moléculaire à m/z 402 
[M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 403 [M+H]+ (Figure 3.61), qui correspondent à une 
masse de 402 Da. Le spectre RMN 13C indique la présence de 27 atomes de carbone, dont 
5 carbones quaternaires, 5 groupes CH, 11 méthylènes et 6 méthyles (Figure 3.62). Le 
composé J a donc la formule brute C27H46O2 avec un degré d’insaturation de 5. 
 
 
Figure 3.61: Spectres de masse EI et HPLC-APCI-MS du composé J 
 
 
Figure 3.62: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé J 
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Figure 3.63: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé J 
 
Le spectre 1H montre deux protons aromatiques à δ 6.47 (H-3, d 2.93 Hz) et 6.38 (H-5, 
d 2.93 Hz) (Figure 3.63). Les constantes de couplage indiquent que ces protons sont en 
position méta. Les autres positions du cycle aromatique sont occupées par des carbones 
quaternaires, avec un substituant hydroxyle en C-4 et méthyle en C-2, comme le montre 
le spectre HMBC de J (Figure 3 64). Les corrélations HMBC indiquent également que le 
cycle aromatique est lié à un hétérocycle en C-6 et en C-1. Ce deuxième cycle est 
connecté en C-9 à une chaîne alcane de 13 carbones substituée en C-13, C-17 et C-21 par 
des groupes méthyles.  
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Figure 3 64: Agrandissements du spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à 
longue distance HMBC du composé J, avec les corrélations les plus significatives 
observées 
 
Il est ainsi possible de conclure que J est le δ-tocophérol, attribution confirmée par les 
données RMN obtenues de la littérature (Matsuo et al., 1976; Vieira et al., 1983). Ce 
composé fait partie du groupe de la vitamine E, connu pour ses propriétés anti-oxydantes. 
 
3.5.3.11 Détermination de structure du composé K 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI donnent pour K respectivement des ions 
moléculaire à m/z 278 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 296 [M+NH4]+ (Figure 3.65), 
qui correspondent à une masse de 278 Da. Le spectre RMN 13C indique la présence de 18 
atomes de carbone, dont 1 carbone quaternaire, 6 groupes CH, 10 méthylènes et 1 
méthyle (Figure 3.66). Le composé K a donc la formule brute C18H30O2 avec un degré 
d’insaturation de 4. 
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Figure 3.65: Spectres de masse EI et DCI du composé K 
 
 
Figure 3.66: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé K 
 
La présence d’un carbonyle à δ 178.8 ppm, de 6 protons oléfiniques à δ 5.4 ppm et de 
deux méthylènes à δ 2.8 ppm montre que K est un acide gras avec trois doubles liaisons 
non conjuguées de même stéréoisomérie (Figure 3.66 et Figure 3.67). Les résonances 
13C et 1H correspondent à ceux de l’acide (9Z,12Z,15Z)-octadécatriènoïque, ou acide α-
linolénique, identifié précédemment par GC-MS dans P. pectinatus (Figure 3.5). 
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Figure 3.67: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé K
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3.5.4 Détermination de structure des composés L – P isolés de P. lucens 
 
3.5.4.1 Détermination de structure du composé L 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI donnent pour L respectivement des ions 
moléculaire à m/z 316 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 334 [M+NH4]+ (Figure 3.68), 
qui correspondent à une masse de 316 Da. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT 
indiquent la présence de 20 atomes de carbone dont 5 carbones quaternaires, 5 groupes 
CH, 8 méthylènes et 2 méthyles (Figure 3.69). L’ensemble de ces informations permet 
d’attribuer à L la formule brute C20H28O3 avec un degré d’insaturation de 7. 
 
 
Figure 3.68: Spectres de masse EI et DCI du composé L 
 
Les spectres 13C (Figure 3.69) et 1H (Figure 3.70) montrent des signaux très 
semblables à ceux produits par le composé B, caractéristiques d’un bicycle labdanique et 
d’un noyau furane, avec cependant quelques différences significatives : 
• le déplacement à plus hauts champs de 12.5 ppm (13C δ 16.5 ppm) du méthyle 
attaché en C-4  
• le déplacement à plus bas champs de 1.9 ppm (13C δ 14.7 ppm) du méthyle attaché 
en C-10  
• le déplacement à plus bas champs de 3.4 ppm (δ 47.6) de C-4  
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• le déplacement à plus hauts champs de 6.6 ppm (δ 49.6) de C-5  
• le déplacement à plus bas champs de 0.6 ppm (δ 1.95) de H-5  
• le déplacement à plus hauts champs de 0.5 ppm (δ 1.37, 1.47) de Ha-6 et Hb-6  
 
 
Figure 3.69: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé L 
 
 
Figure 3.70: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé L 
 
Ces différents éléments sont cohérents avec une configuration du centre chiral en C-4 
inversée par rapport à B, c’est-à-dire que la fonction carboxyle se trouve en C-18 et le 
méthyle en C-19 (Figure 3.71). La rotation optique de L ([α]D = -33.6°) indique par 
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ailleurs son appartenance aux ent-labdanes, et donc qu’il s’agit de l’acide 15,16-époxy-
8(17),13(16),14-ent-labatrièn-18-oïque, ou acide polyalthique, isolé pour la première fois 
de Polyalthia fragrans Benth. et Hook. (Annonaceae) (Gopinath et al., 1961). 
 
 
 
Figure 3.71: Structure du composé L 
 
3.5.4.2 Détermination de structure du composé M 
 
Les spectres de masse obtenus par DCI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS 
dans l’extrait dichlorométhane donnent tous deux pour M un ion pseudo-moléculaire à 
m/z 512 [M+NH4]+ (Figure 3.72), qui correspond à une masse de 494 Da. La masse de M 
a été confirmée par un spectre obtenu à haute résolution en mode ESI qui a permis 
d’observer un ion pseudo-moléculaire à m/z 517.2410 [M+Na]+ avec la formule brute 
C26H38O9Na (masse calculée 517.2408). Le composé M a donc la formule brute C26H38O9 
avec un degré d’insaturation de 8. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la 
présence de 26 atomes de carbone dont 6 carbones quaternaires, 8 groupes CH, 
10 méthylènes et 2 méthyles (Figure 3.73).  
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Figure 3.72: Spectres de masse DCI et HPLC-APCI-MS du composé M 
 
 
Figure 3.73: Spectre RMN 13C (125 MHz, CD3OD) du composé M 
 
Les signaux 13C entre δ 100 et 177 ppm et à δ 72.1 ppm sont caractéristiques de la 
partie lactone d’un diterpène labdane tel que le composé E, tandis que les résonances 
entre δ 15-60 ppm correspondent au bicycle labdanique. Cette partie de la structure 
diffère cependant de E par l’inversion de la configuration du centre chiral en C-4. Les 
déplacements chimiques du méthyle (13C δ 17.1) attaché en C-4 et de C-5 (δ 50.7) 
indiquent en effet, comme dans le composé L, que la fonction carboxyle se trouve en C-
18 (δ 178.9) et le méthyle en C-19. Une rotation optique de signe négatif ([α]D = -18.1°) 
montre par ailleurs que M fait également partie des ent-labdanes.  
Résultats 
- 95 - 
 
 
Figure 3.74: Spectre RMN 1H (500 MHz, CD3OD) du composé M 
 
Les résonances 13C entre δ 60-80 ppm et 1H entre  δ 3.3-4.0 ppm correspondent à 
celles d’un sucre de type hexose (Figure 3.73 et Figure 3.74). Ce sucre s’attache au reste 
de la molécule par une liaison ester avec le groupe carboxyle en C-18, comme le montre 
le spectre HMBC de M (Figure 3.75). La constante de couplage de H-1’ (δ 5.43, d 
7.8 Hz) indique qu’il s’agit d’un proton β-anomérique, tandis que les signaux 13C et 1H de 
l’hexose correspondent à ceux d’un glucopyranose connecté par une liaison ester à un 
bicycle labdanique (Iwagawa et al., 1992). Le composé M est ainsi un nouveau produit 
naturel, le β-D-glucopyranosyl-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olid-18-oate (Figure 3.76). 
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Figure 3.75: Agrandissement du spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à 
longue distance HMBC du composé M, avec les corrélations les plus significatives 
observées 
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Figure 3.76: Structure du composé M 
 
Une hydrolyse du glycoside par la β-glucosidase a permis d’obtenir l’aglycone de M, 
l’acide 8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olid-18-oïque ou nivénolide (Q), isolé 
originellement de Croton niveus Jacq. (Euphorbiaceae) (Rojas et al., 1978). Cet aglycone 
a été utilisé comme standard pour identifier Q (Figure 3.77) dans l’extrait 
dichlorométhane de P. lucens par HPLC-UV-MS (Figure 3.1). 
 
Figure 3.77: Spectre de masse HPLC-APCI-MS du composé Q 
 
L’ion pseudo-moléculaire m/z 350 [M+NH4]+ est un des ions majoritaires du spectre 
HPLC-APCI-MS de Q comme dans le cas de E et M. Cet adduit semble particulièrement 
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caractéristique des labdanes contenant une lactone. En effet, il apparaît dans les spectres 
HPLC-APCI-MS de ces composés, alors que l’ammonium n’est présent que sous forme 
de traces dans le système HPLC-MS. L’ion m/z 350 est le deuxième ion le plus abondant 
du spectre de Q, alors qu’il est majoritaire dans le cas de E (Figure 3.34). Cette 
différence pourrait être un moyen de distinguer les deux diastéréoisomères par HPLC-
APCI-MS. Il est à noter qu’une telle différence apparaît également dans les spectres 
HPLC-APCI-MS des diastéréoisomères B et L, avec l’ion pseudo-moléculaire m/z 317 
[M+H]+ majoritaire pour L et nettement moins abondant avec B. 
3.5.4.3 Détermination de structure du composé N 
 
Les spectres de masse obtenus par DCI avec le produit pur et par HPLC-APCI-MS 
dans l’extrait dichlorométhane donnent tous deux pour N un ion pseudo-moléculaire à 
m/z 498 [M+NH4]+ (Figure 3.78), qui correspond à une masse de 480 Da. L’adduit 
[M+NH4]+ observé dans le spectre HPLC-APCI-MS semble indiquer la présence d’une 
lactone comme pour les composés E et M. La masse de N a été confirmée par un spectre 
obtenu à haute résolution en mode ESI qui a permis d’observer un ion pseudo-
moléculaire à m/z 503.2606 [M+Na]+ avec la formule brute C26H40O8Na (masse calculée 
503.2615). Le composé N a donc la formule brute C26H40O8 avec un degré d’insaturation 
de 7. Le spectre RMN 13C et les spectres DEPT indiquent la présence de 26 atomes de 
carbone dont 5 carbones quaternaires, 8 groupes CH, 11 méthylènes et 2 méthyles 
(Figure 3.79).  
 
Figure 3.78: Spectres de masse DCI et HPLC-APCI-MS du composé N 
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Figure 3.79: Spectre RMN 13C (125 MHz, CD3OD) du composé N 
 
Dans les spectres 13C et 1H (Figure 3.79 et Figure 3.80) apparaissent comme 
précédemment les signaux caractéristiques d’un bicycle labdanique, d’une lactone et d’un 
hexose. Cependant une différence majeure par rapport à M est l’absence d’un groupe 
carbonyle attaché à C-4. Il est remplacé par un méthylène (13C δ 79.9 ppm) lié par une 
liaison éther au sucre (Figure 3.81).  
 
 
Figure 3.80: Spectre RMN 1H (500 MHz, CD3OD) du composé N 
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Le déplacement chimique et la constante de couplage de H-1’ (δ 4.18, d 7.8 Hz) 
indiquent qu’il s’agit d’un proton β-anomérique, tandis que les signaux 13C et 1H du sucre 
correspondent à ceux d’un β-glucopyranose méthylé (Agrawal, 1992). Une rotation 
optique de signe négatif ([α]D = -37.8°) montre que N fait également partie des ent-
labdanes. Le composé N est donc un nouveau produit naturel, le 18-β-D-
glucopyranosyloxy-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olide (Figure 3.82).  
 
 
Figure 3.81: Agrandissement du spectre RMN de corrélation hétéronucléaire 1H-13C à 
longue distance HMBC du composé N, avec les corrélations les plus significatives 
observées 
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La détermination de cette structure a été confirmée en comparant les données 
spectrales de N avec celles de son diastéréoisomère, le 19-β-D-glucopyranosyloxy-
8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olide ou néoandrographolide, isolé originellement de 
Andrographis paniculata Nees (Acanthaceae) (Chan et al., 1968), et ré-isolé récemment 
de Potamogeton natans L. (Potamogetonaceae) ([α]D = -34.4°) (Cangiano et al., 2001). 
 
 
 
Figure 3.82: Structure du composé N 
 
Une hydrolyse du glycoside par la β-glucosidase a permis d’obtenir l’aglycone de N, 
le 18-hydroxy-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olide. Cet aglycone a été utilisé comme 
standard pour l’analyse des potamots par HPLC-UV-MS, mais sa présence n’a été 
détectée dans aucun extrait. 
 
3.5.4.4 Détermination de structure du composé O 
 
Les spectres de masse obtenus par DCI et EI donnent pour O respectivement un ion 
moléculaire à m/z 294 [M].+ et un fragment à m/z 276 [M-H2O].+ (Figure 3.83), qui 
correspondent à une masse moléculaire de 294 Da. Le spectre RMN 13C indique la 
présence de 18 atomes de carbone, dont 1 carbone quaternaire, 7 groupes CH, 
9 méthylènes et 1 méthyle (Figure 3.84). Le composé O a donc la formule brute 
C18H30O3 avec un degré d’insaturation de 4.  
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Figure 3.83: Spectres de masse EI et DCI du composé O 
 
 
Figure 3.84: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé O 
 
La présence d’un carbonyle à δ 178.3 ppm, de 6 protons oléfiniques entre δ 5.3-
6.6 ppm et d’un groupe CH lié à un atome d’oxygène (δ 72.1 ppm) montre que O est un 
acide gras tri-insaturé contenant un groupe hydroxyle (Figure 3.84 et Figure 3.85). Un 
maximum d’absorbance UV à 235 nm indique la présence de deux doubles liaisons 
conjuguées. Le spectre COSY (Figure 3.86) et les constantes de couplage des protons 
oléfiniques ont permis de définir O comme un nouveau composé, l’acide 13(R)-hydroxy-
octadéca-(9Z,11E,15Z)-trièn-oïque. La configuration absolue R du centre chiral en C-13 a 
été déterminée sur la base de la rotation optique ([α]D = -4.3°). Cette structure a été 
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confirmée en comparant les données spectrales de O avec son stéréoisomère S ([α]D = 
+ 4.8°) (Shimura et al., 1983). 
 
 
Figure 3.85: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé O 
 
 
Figure 3.86: Spectre RMN de corrélation homonucléaire 1H-1H COSY du composé O, 
avec les corrélations et les couplages les plus significatifs observés (en Hz) 
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3.5.4.5 Détermination de structure du composé P 
 
Les spectres de masse obtenus par EI et DCI donnent pour P respectivement des ions 
moléculaire à m/z 280 [M].+ et pseudo-moléculaire à m/z 298 [M+NH4]+ (Figure 3.87), 
qui correspondent à une masse de 280 Da. Le spectre RMN 13C indique la présence de 18 
atomes de carbone, dont 1 carbone quaternaire, 4 groupes CH, 12 méthylènes et 
1 méthyle (Figure 3.88). Le composé P a donc la formule brute C18H32O2 avec un degré 
d’insaturation de 3. 
 
 
Figure 3.87: Spectres de masse EI et DCI du composé P 
 
 
Figure 3.88: Spectre RMN 13C (125 MHz, CDCl3) du composé P 
Résultats 
- 105 - 
 
La présence d’un carbonyle à δ 178.9 ppm, de 4 protons oléfiniques entre δ 5.3 – 5.4 
ppm et d’un méthylène à δ 2.8 ppm montre que P est un acide gras avec deux doubles 
liaisons non conjuguées de même stéréoisomérie (Figure 3.88 et Figure 3.89). Les 
résonances 13C et 1H correspondent à ceux de l’acide (9Z,12Z)-octadécatriènoïque, ou 
acide linoléique, identifié précédemment par GC-MS dans P. lucens (Figure 3.5). 
 
 
Figure 3.89: Spectre RMN 1H (500 MHz, CDCl3) du composé P 
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3.5.5 Tests biologiques effectués sur les composés isolés 
 
3.5.5.1 Activités antifongiques, anti-radicalaire et inhibitrice de l’acétylcholinestérase 
 
Les composés A-E et G-P, ainsi que le composé Ch, ont été testés, comme les extraits 
précédemment, contre Cladosporium cucumerinum et Candida albicans (activités 
antifongiques), avec le DPPH (activité antiradicalaire) et l’acétylcholinestérase 
(inhibition de l’activité enzymatique). Aucun effet antifongique significatif n’a pu être 
mis en évidence avec les produits testés. Les composés H et J ont montré une nette 
activité antiradicalaire, avec 5 µg de produit déposés sur la plaque d’essai. Ces résultats 
sont en accord avec les travaux publiés précédemment sur les propriétés anti-oxydantes 
du δ-tocophérol (Stern et al., 1947) et du pinorésinol (Jong et al., 1998 ; Chen et al., 
1999). Une inhibition significative de l’acétylcholinestérase a été observée pour les 
composés Ch, D et L avec 5 µg de produit déposés sur la plaque d’essai. Il s’agit 
cependant d’une activité légère comparée à celle de la galanthamine, un composé de 
référence utilisé pour ce test, avec laquelle une quantité minimale de 0.01 µg est 
suffisante pour observer un effet (Marston et al., 2002).  
 
3.5.5.2 Inhibition de la croissance de l’algue Raphidocelis subcapitata 
 
Les composés A-E, G, I et L-O, ainsi que le composé Ch, ont été testés sur 
microplaque contre l’algue unicellulaire Raphidocelis subcapitata (Chlorophyceae) afin 
d’évaluer leur potentiel algicide (Tableau 3.3). Cette espèce de petite taille (en moyenne 
5-6 µm) est fréquente dans les lacs oligotrophes-mésotrophes d’Amérique du Nord. Elle 
est couramment utilisée dans des tests écotoxicologiques évaluant l’impact d’échantillons 
ou de produits purs sur les milieux aquatiques d’eau douce. Ce bioessai, dont il existe 
plusieurs normes internationales, permet de caractériser rapidement (72 h) une toxicité 
chronique à un niveau trophique primordial (Santiago et al., 2002). Il a été précédemment 
utilisé par Cangiano et al. (2002) pour estimer la toxicité algale de divers diterpènes 
labdanes.  
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Tableau 3.3: Inhibition de la croissance de Raphidocelis subcapitata 
Composé 72 h IC50 (µmol/l)a Intervalles de confiance à 95%  
A 6.1 4.0 -9.3 
B 17.2 12.2 -24.1 
C 18.2 9.6 – 34.5 
Ch ND (50)  
D 107.8 81.6 – 142.4 
E 47.1 34.1 – 65.2 
G ND (77)  
I ND (161)  
L 33.9 14.5 – 79.2 
M ND (85)  
N ND (107)  
O ND (113)  
 
aND: non determiné (concentration la plus élevée testée) 
 
Il apparaît clairement ici que seuls certains diterpènes labdanes ont une activité 
inhibitrice significative de la croissance algale. Selon une directive de l’Union 
Européenne classant la toxicité aquatique de substances chimiques (Santiago et al., 2002), 
A, B, C peuvent être considérés comme des composés toxiques (1 mg/l < IC50 < 10 mg/l) 
et D, E, L comme des molécules nocives (10 mg/l < IC50 < 100 mg/l) pour l’écosystème 
aquatique.  
Le labdane A est le plus toxique et montre un effet élevé avec une IC50 de 6.1 µmol/l. 
L’ordre de grandeur de ce résultat est en accord avec l’activité estimée par DellaGreca et 
al. (2000) pour le même composé isolé de Ruppia maritima L. (Ruppiaceae) (IC50 = 
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1.45 µmol/l, 1.1 – 2.0). Les composés B et C ont également un effet important sur la 
croissance des algues avec des IC50 de 18.2 et 17.2 µmol/l, tandis que les activités de E et 
L sont plus modérées. 
Comme l’ont déjà souligné DellaGreca et al. (2001), la toxicité des labdanes dépend 
autant de leur structure de base que de la nature des substituants. Ainsi après hydrolyse 
du groupe acétate attaché au C-12 dans C, l’activité disparaît (Ch). L’effet algicide peut 
par contre être augmenté par la substitution du groupe acétoxy (C) par une fonction 
cétone (A). Un groupe carboxyle non estérifié augmente l’IC50 de 18.2 (C) à 
107.8 µmol/l (D), tandis qu’avec la suppression de la totalité du groupe acétoxy le 
composé B montre une activité similaire à celle de C. Il faut noter que l’inversion de la 
configuration absolue en C-4 entre les composés B et L a aussi une influence sur la 
toxicité. Le remplacement de la partie furane (B) par une lactone (E) diminue également 
de manière significative l’activité. Dans le cas des lactones, le substituant glucosidique 
peut expliquer l’absence d’effet algicide pour M. Cangiano et al. (2002) ont par contre 
montré que le stéréoisomère en C-4 de N, le néoandrographolide, possède un potentiel 
algicide significatif (IC50 : 80.5 µmol/l), plus important que celui de son aglycone 
(IC50 : 217.1 µmol/l). L’absence de toxicité démontrée ici pour N souligne donc à 
nouveau l’importance de la configuration absolue en C-4. Dans la même étude, les 
auteurs n’ont pas pu déterminer l’activité du dérivé méthyl-ester de B. Avec les résultats 
présentés pour C et D, ceci montre que la présence ou non d’un méthyl-ester peut 
augmenter ou diminuer le potentiel d’inhibition selon la structure des composés.  
En accord avec l’étude antérieure de Cangiano et al. (2002), ces différents points 
montrent que le substituant attaché au C-12 et la présence d’un groupe furane sont des 
facteurs importants pour l’activité biologique des diterpènes ent-labdanes. Les résultats 
présentés ici montrent de plus que la configuration absolue en C-4 et l’estérification de la 
fonction carboxyle ont également une influence significative sur la toxicité algale des 
labdanes.  
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3.5.5.3 Activité anti-inflammatoire  
 
Les macrophages jouent un rôle important dans la modulation de la réponse 
inflammatoire, via la production de médiateurs biologiques tels que les prostaglandines 
(PGEs) et l’oxyde nitrique (NO). La synthèse de prostaglandines dépend essentiellement 
des deux isoformes de la cyclooxygénase, la COX-1 et la COX-2. La première est 
exprimée de manière constitutive, tandis que la COX-2 est inductible et est exprimée lors 
de diverses situations physiopathologiques telles que le choc septique et l’inflammation. 
Le NO est synthétisé par l’oxyde nitrique synthase dont il existe également une forme 
inductible (iNOS). De nombreuses cellules, dont les macrophages et les cellules 
endothéliales, expriment les enzymes inductibles COX-2 et iNOS, et produisent ainsi de 
grandes quantités de prostaglandine E2 (PGE2) et de NO, en réponse à une stimulation par 
le lipopolysaccharide bactérien. La modulation sélective de la surproduction des ces 
médiateurs pourrait représenter une cible thérapeutique dans différentes maladies 
inflammatoires (de las Heras et al., 2001).  
Comme des labdanes isolés du genre Sideritis (Lamiaceae) ont montré divers effets 
sur les processus inflammatoires dans les macrophages (de las Heras et al., 1999 ; Pang et 
al., 1996), le potentiel anti-inflammatoire du composé A a été évalué. Plusieurs 
expériences testant son activité à différentes concentrations sur la viabilité des 
macrophages, la production de NO et la synthèse de PGE2 par la COX-2 ont été réalisées 
par le Dr. Beatriz de la Heras de l’Université de Complutense à Madrid (Tableau 3.4). 
La viabilité des macrophages n’a pas été affectée significativement par A (résultats 
non présentés). Ce labdane réduit par contre remarquablement la génération d’oxyde 
nitrique de manière dépendante de la concentration. L’IC50 (6.1 µM) est du même ordre 
de grandeur que celle de la drogue de référence, la dexaméthasone (50.4 % d’inhibition à 
1 µM). Le composé A n’est par contre pas considéré comme un inhibiteur significatif de 
la production de prostaglandine E2, avec un inhibition de 69 % à la concentration 
maximale (100 µM). 
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Tableau 3.4: Effets du composé A et de la dexaméthasone (drogue de référence) sur la 
production de nitrite et de prostaglandine E2 dans des macrophages péritonéens stimulés 
par le lipopolysaccharide (LPS) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
aLes résultats sont la moyenne ± l’écart-type (N=5-8) de deux expériences différentes.  
*p<0.05, **p<0.01 par rapport au groupe du LPS. Le composé A a été ajouté aux cellules 30 min avant le 
LPS et l’incubation s’est ensuite poursuivie pendant 24 heures. L’oxyde nitrique a été mesuré via sa 
conversion en nitrite. 
 
Traitement  Nitrite (µM)a 
(% inhibition) 
PGE2 (ng/ml)a 
(% inhibition) 
Cellules seules 2.6 ± 0.5 0.7 ± 0.1 
LPS 36.7 ± 2.6 4.2 ± 0.2 
Composé A:  
0.1 µM 
26.9 ± 3.6 
(26.7 %) 
3.9 ± 0.1 
(7.1 %) 
1 µM 24.4 ± 2.7* 
(33.5 %) 
3.6 ± 0.2 
(14.2 %) 
10 µM 
 
14.2 ± 2.1** 
(61.3 %) 
2.5 ± 0.2* 
(40.4 %) 
100 µM 2.1 ± 1.2** 
(94.2 %) 
1.3 ± 0.1** 
(69.0 %) 
Dexamethasone  
(1 µM) 
18.2 ± 3.1** 
(50.4 %) 
0.8 ± 0.1** 
(80.9 %) 
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3.6 Criblage chimique des extraits polaires par HPLC-UV-MS 
 
Les extraits méthanoliques des potamots ont été analysés par HPLC-UV(DAD)-
MS(APCI) en mode positif afin de comparer leurs profils chromatographiques et 
d’obtenir une information sur la nature chimique et la masse de leurs constituants (Figure 
3.90). Pour obtenir une bonne résolution, les extraits ont été injectés sur deux colonnes 
HPLC (Symmetry C18) de 25 cm de longueur connectées en série, avec un gradient de 80 
min. 
 
Figure 3.90: Profil chromatographique à 210 nm des extraits méthanoliques des 
potamots analysés par HPLC-UV-MS en phase inverse. Les lettres désignent les 
composés identifiés dans ce travail (en italiques : m/z des composés identifiés et des 
constituants majoritaires des chromatogrammes). 
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Les chromatogrammes HPLC-UV-MS révèlent principalement des composés avec une 
masse comprise entre m/z 250 et 550. Les spectres UV de la majorité de ces pics, tels par 
exemple ceux des composés R, Ra, T, W et X, sont caractéristiques de la classe des 
flavonoïdes (Figure 3.91). Ceux-ci se distinguent par trois types de spectres MS. Le 
premier est caractéristique de flavonoïdes O-glycosides et montre la présence de deux 
ions : un ion pseudo-moléculaire [M+H]+ et un fragment [M-162+H]+ ou [M-176+H]+ 
correspondant respectivement à une perte d’un hexose ou d’un acide hexuronique (U-Y). 
La seconde catégorie de spectres est typique de flavonoïdes C-glycosides et montre une 
fragmentation plus complexe avec un ion pseudo-moléculaire [M+H]+ majoritaire et, 
entre autres, un fragment caractéristique [M-120+H]+ (R-T). En fin de chromatogramme 
se retrouvent finalement des flavonoïdes non glycosylés avec un ion pseudo-moléculaire 
[M+H]+ de même masse que les fragments aglycones des dérivés O-glycosides 
précédents (Ra-Ta). 
Le spectre UV du composé à m/z 419 correspond à un dérivé de l’acide caféique, ce 
qui est confirmé par la présence d’un fragment à m/z 163 dans son spectre MS. Dans le 
chromatogramme de P. lucens, les composés M et N, isolés comme produits minoritaires 
de l’extrait dichlorométhanique, apparaissent ici comme des constituants majoritaires de 
l’extrait méthanolique. Ceci est en accord avec la présence d’une partie glycosidique dans 
la structure de ces diterpènes labdanes, qui les rend suffisamment polaires pour être 
extraits préférentiellement par le méthanol. 
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Figure 3.91: Sélection des principaux spectres UV rencontrés dans les 
chromatogrammes HPLC-UV-MS des extraits méthanoliques des potamots  
(tr : temps de rétention, en minutes). 
 
Les profils HPLC des différents potamots apparaissent assez similaires. Toutes les 
espèces ont au minimum neuf composés en commun et trois d’entre elles (P. crispus, 
P. perfoliatus et P. lucens) ont le même pic majoritaire. Sur la base de ces premiers 
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résultats, une analyse plus approfondie a été menée avec Potamogeton pectinatus. 
Comme la plupart des composés semblent être des flavonoïdes courants, leur 
identification a été effectuée en-ligne sur l’extrait polaire par HPLC-(APCI)-MSn, HPLC-
(1H)-RMN et HPLC-(DAD)-UV + dérivatisation post-colonne. 
 
3.7 Investigation phytochimique de l’extrait polaire de Potamogeton 
pectinatus 
 
3.7.1 Analyse de l’extrait polaire de P. pectinatus par HPLC-UV-RMN 
 
Une analyse HPLC-UV couplée à la RMN a été effectuée sur l’extrait méthanolique 
de P. pectinatus, après élimination des pigments par SPE, afin d’obtenir une information 
semi-quantitative, et une caractérisation structurale plus approfondie de leurs constituants 
grâce aux spectres protons (1H) (Figure 3.92). Bien que plusieurs milligrammes d’extrait 
aient pu être injectés, la limite de sensibilité de la RMN n’a permis que de caractériser les 
produits majoritaires. L’analyse a été réalisée en 60 min avec un débit de phase mobile à 
0.9 ml/min et les spectres 1H ont été enregistrés par incréments de 32 acquisitions. 
Les signaux 1H montrent qu’à tr 4 min sont élués l’ensemble des sucres. Quant aux 
composés majoritaires à tr 26 (R) et 30 (U) min, ils possèdent des spectres 1H 
caractéristiques de flavones glycosylées. Les signaux apparaissant entre δ 6.9 et 8.0 ppm 
correspondent au cycle aromatique B, ceux entre δ 6.5 et 6.90 ppm aux cycles A et C et 
ceux entre δ 3.4 et 5.2 ppm à la partie glycosidique. Le composé à tr 43 min (Ra) possède 
quant à lui un spectre typique d’un aglycone de flavone. 
A tr 44 min apparaissent des protons entre δ 3.1 et 5.5 caractéristiques d’un produit 
glycosylé. Les autres signaux sont identiques à ceux obtenus pour le composé A par 
HPLC-UV-RMN de l’extrait dichlorométhane de P. pectinatus, montrant ainsi que ce 
produit est un dérivé glycosylé d’un acide furanolabdanoïque (Z). Par rapport au 
chromatogramme HPLC-UV, l’analyse HPLC-RMN permet une mesure quantitative des 
constituants de l’extrait (Godejohann et al., 1998) et montre que Z en est un des 
composés majoritaires, au même titre que le flavonoïde R. 
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Figure 3.92: Analyse HPLC-UV en phase inverse de l’extrait méthanolique de 
P. pectinatus (11 mg injectés), couplée à la RMN (1H) en mode continu (« on-flow »). 
 
Afin d’augmenter la sensibilité de l’analyse HPLC-RMN, celle-ci a été répétée en 
injectant 14.5 mg d’extrait et effectuée en mode discontinu (« stop-flow »). Dans ce type 
d’analyse, le flux est stoppé et un spectre 1H enregistré à chaque fois que le signal UV 
(ici à 210 nm) d’un pic chromatographique atteint une hauteur minimale définie au 
préalable. Les spectres obtenus ainsi ont été une aide importante pour l’identification des 
composés R, T, U, Ra et Z. 
 
3.7.2 Identification des composés Ra-Ta et R - Z par HPLC-UV-RMN, 
HPLC-UV-MSn et HPLC-UV + dérivatisation post-colonne 
 
Une hydrolyse acide de l’extrait polaire de P. pectinatus a été réalisée pour obtenir les 
aglycones des flavonoïdes O-glycosylés. Une analyse HPLC-UV-MS de l’hydrolysat 
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démontre que ces glycosides dérivent tous des trois aglycones Ra, Sa, et Ta. Les et 
Sheridan (1990) ont de leur côté montré que les flavonoïdes glycosylés dans le genre 
Potamogeton sont des dérivés de trois structures de base: l’apigénine (PM 270), la 
lutéoline (PM 286) et le chrysoériol (PM 300). Les composés Ra (m/z 287, [M+H]+), Sa 
(m/z 301, [M+H]+) et Ta (m/z 271, [M+H]+) correspondent donc certainement à ces trois 
flavones. Les mêmes auteurs font remarquer l’absence de flavonols dans le genre 
Potamogeton. 
 
 
3.7.2.1 Identification du composé Ra 
 
Le composé Ra a été identifié sur la base des analyses HPLC-(APCI)-MSn et des 
spectres UV obtenus après dérivatisation post-colonne selon la méthode décrite par 
Hostettmann et al. (1984) et sur la base du protocole de Wolfender et al. (1993) (Figure 
3.93). La localisation des groupes hydroxyles sur les flavonoïdes a pu être déterminée 
selon la procédure décrite par Mabry et al. (1970) avec l’ajout à l’éluant  des réactifs de 
déplacement suivants: une base faible (NaOAc), une base forte (KOH), une solution 
d’AlCl3 et une solution d’AlCl3 en milieu acide. 
 
Résultats 
- 117 - 
 
Figure 3.93: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé Ra 
 
Le spectre MS montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 287 [M+H]+ qui indique que 
Ra est un flavonoïde non glycosylé. Il est possible de déterminer le type de flavonoïde et 
le degré d’oxydation des cycles A, B et C en fragmentant l’aglycone au niveau du cycle 
C (Ma et al., 1997), par exemple dans un spectromètre de masse de type trappe à ions 
(Wolfender et al., 2000). La présence des ions à m/z 135 (1,3B+), 153 (1,3A+) et 161 (0,4B+-
H2O) dans le spectre MS2 de Ra montre ainsi qu’il s’agit d’une flavone contenant deux 
groupes hydroxyles sur le cycle A et deux sur le cycle B (Figure 3.94). 
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Figure 3.94: Structure et voies de fragmentation des flavones : exemple de la lutéoline 
(figure adaptée de Ma et al. (1997)). 
 
L’ajout post-colonne d’une base faible induit un déplacement bathochrome de la 
bande II (16 nm) dans le spectre UV de Ra, ce qui montre la présence d’un groupe 
hydroxyle en position 7 . L’apparition d’un second maximum dans la bande I à 379 nm, 
observé avec le réactif AlCl3/H+, est révélateur d’un déplacement bathochrome induit par 
un 5-OH. La solution d’AlCl3 montre, par un maximum de la bande I à 401 nm, la 
présence de deux groupes ortho-hydroxyles sur le cycle B, c’est-à-dire en positions 3’ et 
4’ selon le résultat obtenu avec l’addition de NaOAc. En effet le spectre UV de Ra 
obtenu avec la base faible permet d’observer un groupe hydroxyle en 4’ par le 
déplacement bathochrome de 54 nm de la bande I. L’apparition d’un épaulement à 
341 nm dans le spectre observé avec le KOH révèle également la présence d’un 7-OH, 
alors que le système 3’,4’-diOH est confirmé par la présence d’un épaulement dans la 
bande II du spectre UV de Ra dans l’éluant. Les données UV précisent ainsi les 
informations apportées par les spectres MS et permettent de définir la position des 
groupes hydroxlyes en 5,7,3’ et 4’ sur la flavone Ra, qui est donc la lutéoline. 
La lutéoline a déjà été identifiée dans de nombreuses espèces du genre Potamogeton, 
dont P. crispus et P. perfoliatus, mais n’avait pas été jusqu’ici caractérisée chez 
P. pectinatus et P. lucens (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 1986). 
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3.7.2.2 Identification du composé Sa 
 
Le spectre MS de Sa montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 301 [M+H]+ et un 
fragment à m/z 286 [M-CH3+H]+ correspondant à la perte d’un méthyle. Ces données et 
le spectre UV indiquent que Sa est un aglycone probablement de type flavone avec un 
groupe méthoxyle et trois groupes hydroxyles, mais le spectre MS2 ne permet pas 
d’observer des ions A+ et B+ résultant de la rupture du cycle C (Figure 3.95). 
 
 
Figure 3.95: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé Sa 
 
L’ajout post-colonne de l’acétate de sodium induit un déplacement bathochrome de la 
bande II (18 nm) dans le spectre UV de Sa, ce qui montre la présence d’un groupe 
hydroxyle en position 7 (Figure 3.95). L’apparition d’un second maximum dans la bande 
I à 379 nm, observé avec le réactif AlCl3/H+, est révélateur d’un déplacement 
bathochrome induit par un 5-OH. Par rapport à ce spectre, l’addition de la solution 
d’AlCl3 ne montre pas de déplacement significatif des maxima de la bande I, ce qui 
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indique l’absence de deux groupes ortho-hydroxyles libres sur le cycle B. Le spectre UV 
de Sa obtenu avec le NaOAc permet par contre d’observer un groupe hydroxyle en 4’ par 
le déplacement bathochrome de 62 nm de la bande I. La présence d’un épaulement dans 
la bande II du spectre UV de Sa dans l’éluant indique par ailleurs la présence d’un 
système 3’,4’-dioxygéné, ce qui permet de localiser finalement le groupe méthoxyle en 
3’. Le composé Sa est donc le dérivé 3’-O-méthyle de la lutéoline, le chrysoériol. 
Le chrysoériol a déjà été caractérisé dans le genre Potamogeton, et plus 
particulièrement chez P. perfoliatus (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 1986), mais n’avait 
pas été jusqu’ici identifié chez P. pectinatus et P. crispus. 
 
3.7.2.3 Identification du composé Ta 
 
Le spectre MS de Ta montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 271 [M+H]+ qui indique 
que ce composé est un flavonoïde non glycosylé. La présence des ions à m/z 119 (1,3B+), 
145 (0,4B+-H2O) et 153 (1,3A+) dans le spectre MS2 montre qu’il s’agit d’une flavone 
contenant deux groupes hydroxyles sur le cycle A et un sur le cycle B (Figure 3.96). 
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Figure 3.96: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé Ta 
 
L’ajout post-colonne du NaOAc induit un déplacement bathochrome de la bande II 
(5 nm) dans le spectre UV de Ta, ce qui montre la présence d’un groupe hydroxyle en 
position 7 (Figure 3.96). L’apparition d’un second maximum dans la bande I à 375 nm, 
observé avec le réactif AlCl3/H+, est révélateur d’un déplacement bathochrome induit par 
un 5-OH. Par rapport à ce spectre, l’addition de la solution d’AlCl3 ne montre pas de 
différence significative des maxima de la bande I, ce qui confirme la présence d’un seul 
groupe hydroxyle sur le cycle B. Le spectre UV de Ta obtenu avec le NaOAc permet de 
localiser ce groupe hydroxyle en 4’ par le déplacement bathochrome de 60 nm dans la 
bande I. Les données UV et les spectres MS permettent ainsi de définir la position des 
groupes hydroxlyes en 5,7 et 4’ sur la flavone Ta, qui est donc l’apigénine. 
L’apigénine a déjà été identifiée dans le genre Potamogeton, et plus particulièrement 
dans P. perfoliatus (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 1986), mais n’avait pas été jusqu’ici 
caractérisée chez P. pectinatus et P. crispus. 
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3.7.2.4 Identification du composé R 
 
Le composé R a été identifié sur la base du spectre 1H obtenu par HPLC-RMN en 
mode discontinu (Figure 3.99) et des spectres HPLC-(APCI)-MSn (Figure 3.97). Ces 
derniers ont été réalisés sur un spectromètre de masse de type trappe à ions permettant de 
définir spécifiquement les ions à fragmenter. Le spectre MS2 obtenu à partir de l’ion 
pseudo-moléculaire à m/z 449 [M+H]+ présente une fragmentation complexe 
caractéristique des flavonoïdes C-glycosides.  
 
 
 
Figure 3.97: Spectres MS2 et MS3 du composé R 
 
Il est possible de distinguer les isomères 8-C- des 6-C-glycosides avec ce spectre MS2, 
mais encore plus significativement avec une expérience MS3 utilisant le fragment m/z 329 
[M-120+H]+ (0,2X+) comme ion précurseur (Waridel et al., 2001). Dans cette expérience 
la présence d’ions à m/z 283 (0,2X+-CH2O2), 300 (0,2X+-CHO) et 311 (0,2X+-H2O) 
constatée avec R indique clairement que celui-ci est un isomère 6-C, à savoir 
l’isoorientine, ou lutéoline-6-C-glucoside (Figure 3.98).  
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Figure 3.98: Structure et fragmentation des flavonoïdes C-glycosidiques vitéxine, 
isovitéxine, orientine et isoorientine (figure adaptée de Waridel et al. (2001)) 
 
La structure de R a été confirmée par son spectre 1H (Figure 3.99). Les résonances 
entre δ 6.9 et 7.5 ppm montrent les protons H-6’ (δ 7.49, d 9.7 Hz) et H-5’ (δ 6.99, d 8.7 
Hz) couplés en ortho, ainsi que le proton H-2’ (δ 7.46). Ces signaux correspondent à un 
flavonoïde dont le cycle B contient deux substituants hydroxyles en positions 3’ et 4’. 
Les résonances à δ 6.65 (H-8) et 6.67 (H-3) ppm sont en accord avec la structure d’une 
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flavone dont le cycle A est substitué en positions 5 et 7 par un hydroxyle et en 6 par un 
sucre (Markham et al., 1994). Les signaux entre δ 3.4 et 4.9 ppm sont ceux d’un glucose 
avec le proton β-anomérique H-1’’ à δ 4.84 ppm (d 9.8 Hz).  
 
 
Figure 3.99: Spectre HPLC-RMN 1H (500 MHz, D2O :CH3CN) du composé R  
(tr : 25 min) 
 
L’isoorientine a déjà été identifiée dans de nombreuses espèces du genre 
Potamogeton, dont P. perfoliatus, P. pectinatus et P. lucens, mais n’avait pas été 
jusqu’ici caractérisée chez P. crispus (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 1986 ; Boutard 
et al., 1973). 
 
3.7.2.5 Identification du composé S 
 
Le spectre MS2 de S obtenu à partir de l’ion pseudo-moléculaire à m/z 463 [M+H]+ 
présente la même fragmentation caractéristique des flavonoïdes C-glycosides 
qu’observée précédemment, mais les masses de l’ensemble des fragments sont 
augmentées de 14 uma par rapport à R (Figure 3.100). Cette différence indique la 
présence d’un groupe méthyle supplémentaire sur la partie aglycone de S. 
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Figure 3.100: Spectres MS2 et MS3 du composé S 
 
Le spectre MS3 produit par la fragmentation du ion m/z 343 [M-120+H]+ (0,2X+) 
comme ion précurseur permet d’observer les fragments m/z 283 (0,2X+-CH2O2), 
300 (0,2X+-CHO) et 311 (0,2X+-H2O), montrant que celui-ci est un isomère 6-C-glycoside 
(Figure 3.98). Les ions à m/z 328 (0,2X+-CH3) et 195 (1,3A+) ont également pu être 
obtenus par l’expérience MS3, ce qui indique que le méthyle fait partie d’un groupe 
méthoxy situé sur le cycle B du flavonoïde. Avec ces données spectrales il n’est pas 
possible de dire en quelle position se trouve ce groupe, mais S est très certainement le 
chrysoériol-6-C-glucoside (ou isoscoparine), puisque ce composé a déjà été isolé dans un 
certain nombre d’espèces du genre Potamogeton (Les et al., 1990 ; Boutard et al., 1972). 
Il n’avait cependant pas été jusqu’ici identifié chez P. pectinatus, P. crispus, P. lucens et 
P. perfoliatus. 
 
3.7.2.6 Identification du composé T 
 
Le spectre MS2 de T obtenu à partir de l’ion pseudo-moléculaire à m/z 433 [M+H]+ 
présente à nouveau la fragmentation complexe caractéristique des flavonoïdes C-
glycosides (Figure 3.101).  
Chapitre 3 
 - 126 - 
 
 
Figure 3.101: Spectres MS2 et MS3 du composé T 
 
Le spectre MS3 produit par la fragmentation de l’ion m/z 313 [M-120+H]+ (0,2X+) 
comme ion précurseur permet d’observer les fragments m/z 267 (0,2X+-CH2O2), 
284 (0,2X+-CHO) et 295 (0,2X+-H2O), montrant que celui-ci est un isomère 6-C-glycoside. 
Une masse moléculaire de 432 Da et la présence des ions m/z 121 (0,2B+), 177 (1,3A+-
H2O) et 195 (1,3A+) dans le spectre MS3 permettent d’établir que T est l’isovitéxine, ou 
apigénine-6-C-glucoside (Figure 3.98). 
La structure de T a été confirmée par son spectre 1H (Figure 3.102). Les résonances 
entre δ 6.9 et 8.0 ppm montrent deux paires de protons H-3’/H-5’ (2H, δ 6.99, d 8.8 Hz) 
et H-2’/H-6’ (2H, δ 7.91, d 8.7 Hz) couplés en ortho. Ces signaux correspondent à un 
flavonoïde dont le cycle B contient un substituant hydroxyle en position 4’. Les 
résonances à δ 6.70 (H-3) et 6.64 (H-8) ppm sont en accord avec la structure d’une 
flavone dont le cycle A est substitué en positions 5 et 7 par un hydroxyle et en 6 par un 
sucre (Markham et al., 1994). Les signaux entre δ 3.4 et 4.9 ppm sont ceux d’un glucose 
avec le proton β-anomérique H-1’’ à δ 4.83 ppm (d 9.7 Hz).  
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Figure 3.102: Spectre HPLC-RMN 1H (500 MHz, D2O :CH3CN) du composé T  
(tr : 29 min) 
 
L’isovitéxine est un composé courant dans le genre Potamogeton, mais n’avait pas été 
jusqu’ici décrite chez P. pectinatus, P. crispus, P. perfoliatus et P. lucens (Les et al., 
1990). 
 
3.7.2.7 Identification du composé U 
 
Le spectre MS de U montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 449 [M+H]+ et un 
fragment à m/z 287 [M-162+H]+ (Y0+) correspondant à la perte d’un hexose, qui 
indiquent que ce composé est un flavonoïde O-glycoside (Figure 3.103). 
 
Figure 3.103: Spectres MS et MS2 du composé U 
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La présence des ions à m/z 135 (1,3B+), 153 (1,3A+) et 161 (0,4B+-H2O) dans le spectre 
MS2 de U montre qu’il s’agit d’une flavone dont l’aglycone contient deux groupes 
hydroxyles sur le cycle A et deux sur le cycle B (Figure 3.94). Ce composé est donc 
probablement un dérivé O-glycoside de la lutéoline. 
La structure de U a pu être plus précisément établie par son spectre 1H (Figure 3.104). 
Les résonances entre δ 6.9 et 7.5 ppm montrent les protons H-6’ (δ 7.49, d 7.7 Hz) et H-
5’ (δ 6.99, d 8.7 Hz) couplés en ortho, ainsi que le proton H-2’ (δ 7.47). Ces signaux 
correspondent à un flavonoïde dont le cycle B contient deux substituants hydroxyles en 
positions 3’ et 4’. Les résonances à δ 6.70 (H-3), δ 6.53 (H-6) et 6.85 (H-8) ppm sont en 
accord avec la structure d’une flavone dont le cycle A est substitué en position 5 par un 
hydroxyle et en 7 par un sucre avec une liaison O-glycosidique (Markham et al., 1994). 
Les signaux entre δ 3.4 et 5.2 ppm sont ceux d’un glucose avec un proton β-anomérique 
H-1’’ à δ 5.14 ppm (d 7.8 Hz).  
 
 
Figure 3.104: Spectre HPLC-RMN 1H (500 MHz, D2O :CH3CN) du composé U  
(tr : 31 min) 
 
Le composé U est donc le lutéoline 7-O-glucoside, dont la présence a été relevée dans 
un certain nombre d’espèces du genre Potamogeton (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 
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1986), dont P. crispus et P. perfoliatus, mais qui n’avait pas été jusqu’ici identifié chez 
P. pectinatus et P. lucens. 
 
3.7.2.8 Identification du composé V 
 
Le spectre MS de V montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 463 [M+H]+ et un 
fragment à m/z 287 [M-176+H]+ (Y0+) correspondant à la perte d’un acide hexuronique, 
qui indiquent que V est un flavonoïde O-glycoside. La présence des ions à 
m/z 135 (1,3B+), 153 (1,3A+) et 161 (0,4B+-H2O) dans le spectre MS2 montre qu’il s’agit 
d’une flavone dont l’aglycone contient deux groupes hydroxyles sur le cycle A et deux 
sur le cycle B (Figure 3.105). Ce composé est donc un dérivé O-glycoside de la lutéoline. 
 
 
Figure 3.105: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé V 
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L’ajout de la base faible (NaOAc) n’induit pas de déplacement bathochrome de la 
bande II. Il n’y a donc pas de groupe hydroxyle libre en 7, ce qui signifie que le sucre est 
situé dans cette position. La solution d’AlCl3 montre par ailleurs, avec un déplacement de 
la bande I de 350 à 407 nm, la présence de deux groupes ortho-hydroxyles libres sur le 
cycle B. Avec l’ajout d’acide, la bande I subit ensuite un déplacement hypsochrome de 
28 nm qui indique un groupe hydroxyle libre en position 5 (Figure 3.105). 
Le composé V est donc certainement le lutéoline 7-O-glucuronide, dont la présence a 
été relevée dans de nombreuses d’espèces du genre Potamogeton (Les et al., 1990 ; 
Roberts et al., 1986), dont P. crispus, P. pectinatus et P. perfoliatus, mais qui n’avait pas 
été jusqu’ici décrit chez P. lucens. Il faut noter cependant que sa présence chez P. crispus 
n’a pas pu être confirmée dans les résultats présentés ici. 
 
3.7.2.9 Identification du composé W 
 
Le spectre MS de W montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 433 [M+H]+ et un 
fragment à m/z 271 [M-162+H]+ (Y0+) correspondant à la perte d’un hexose, qui 
indiquent que ce produit est un flavonoïde O-glycoside. La présence des ions à 
m/z 121 (0,2B+), 145 (0,4B+-H2O) et 153 (1,3A+) dans le spectre MS2 montre qu’il s’agit 
d’une flavone dont l’aglycone contient deux groupes hydroxyles sur le cycle A et un sur 
le cycle B (Figure 3.106). Ce composé est donc un dérivé O-glycoside de l’apigénine. 
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Figure 3.106: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé W 
 
L’ajout de la base faible n’induit pas de déplacement bathochrome de la bande II, ce 
qui signifie que c’est le groupe hydroxyle en position 7 qui est glycosylé. Dans le même 
spectre, le déplacement bathochrome de la bande I de 65 nm montre que le groupe 
hydroxyle en 4’ est libre. De même l’apparition d’un épaulement dans la bande I à 
379 nm, observé avec le réactif AlCl3/H+, révèle un 5-OH libre (Figure 3.106). 
Le composé W est donc le plus probablement l’apigénine 7-O-glucoside, dont la 
présence a été relevée dans quelques espèces du genre Potamogeton (Les et al., 1990 ; 
Roberts et al., 1986), dont P. crispus et P. perfoliatus, mais qui n’avait pas été jusqu’ici 
décrit chez P. pectinatus et P. lucens.  
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3.7.2.10 Identification du composé X 
 
Le spectre MS de X montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 449 [M+H]+ et un 
fragment à m/z 287 [M-162+H]+ (Y0+) correspondant à la perte d’un hexose, qui 
indiquent que X est un flavonoïde O-glycoside. La présence des ions à m/z 135 (1,3B+), 
153 (1,3A+) et 161 (0,4B+-H2O) dans le spectre MS2 montre qu’il s’agit d’une flavone dont 
l’aglycone contient deux groupes hydroxyles sur le cycle A et deux sur le cycle B 
(Figure 3.107). Ce composé est donc un dérivé O-glycoside de la lutéoline, et un isomère 
de U. 
 
 
Figure 3.107: Spectres MSn et spectres UV après dérivatisation du composé X 
 
Le spectre UV de X observé dans l’éluant montre, avec deux pics dans la bande II, la 
présence d’un système 3’,4’-dioxygéné. L’ajout post-colonne d’AlCl3/H+ fait apparaître 
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un épaulement dans la bande I à 379 nm, qui révèle un 5-OH libre, tandis que le même 
réactif sans acide n’apporte aucun changement à ce spectre. Il n’y a donc pas deux 
groupes ortho-hydroxyles libres sur le cycle B, mais l’addition de NaOAc confirme la 
présence d’un 4’-OH libre par un déplacement bathochromique de 42 nm dans la bande I. 
Le glycoside se trouve donc en position 3’, la présence d’un 7-OH libre étant confirmée 
dans le même spectre par un déplacement bathochromique (18 nm) de la bande II (Figure 
3.107). 
Le composé X est le plus probablement le lutéoline 3’-O-glucoside, dont la présence 
est relevée ici pour la première fois dans le genre Potamogeton, et plus particulièrement 
dans P. crispus, P. pectinatus, P. lucens et P. perfoliatus.  
 
3.7.2.11 Identification du composé Y et autres flavones O-glycosides 
 
Le composé Y est un flavonoïde qui co-élue avec le composé W dans les extraits 
méthanoliques des quatres potamots analysés dans ce travail (Figure 3.90). Il n’a donc 
pas été possible d’en faire une analyse plus exhaustive par HPLC-UV avec dérivatisation 
post-colonne ou par HPLC-(APCI)-MSn. Cependant son spectre MS, montrant un ion 
pseudo-moléculaire à m/z 463 [M+H]+ et un fragment à m/z 301 [M-162+H]+ (Y0+) 
correspondant à la perte d’un hexose, semble indiquer que Y est un flavone O-glycoside 
dérivé du chrysoériol (Figure 3.108). La proximité des deux composés dans les 
chromatogrammes des potamots est à mettre en parallèle avec la co-élution des flavones 
C-glycosylées S et R. Il est possible d’en déduire que Y est le dérivé méthoxylé de W, 
c’est-à-dire le chrysoériol 7-O-glucoside. Cette hypothèse est appuyée par des résultats 
antérieurs (Les et al., 1990 ; Roberts et al., 1986), montrant que ce composé est présent 
chez P. crispus et P. perfoliatus. C’est par contre la première mention de ce produit dans 
P. pectinatus et P. lucens. 
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Figure 3.108: Spectre HPLC-(APCI)-MS du composé Y 
 
L’analyse HPLC-(APCI)-MS de P. pectinatus a encore mis en évidence d’autres 
flavonoïdes O-glycosides, entre autres ce qui semble être des isomères de l’apigénine 7-
O-glucoside et du chrysoériol 7-O-glucoside, dont il n’a pas été possible de déterminer la 
structure de façon plus précise. Il s’agit en effet de composés présents à des 
concentrations faibles et co-éluant le plus souvent avec d’autres flavonoïdes.  
Il est cependant possible de mentionner un dérivé O-hexuronide de l’apigénine (ions à 
m/z 271 et 447) chez P. perfoliatus et P. pectinatus, qui est sans doute l’apigénine 7-O-
glucuronide décrit auparavant dans P. crispus et P. pectinatus par Les et Sheridan (1990). 
Par ailleurs un dérivé O-glycuronide du chrysoériol (ions à m/z 301 et 477), le plus 
probablement le chrysoériol 7-O-glucuronide, a également pu être mis en évidence dans 
P. perfoliatus. Un tel composé n’a cependant pas encore été caractérisé dans le genre 
Potamogeton, et cette hypothèse demanderait une détermination de structure plus 
détaillée pour être confirmée. 
 
3.7.2.12 Identification du composé Z 
 
Le spectre UV de Z indique qu’il ne s’agit pas d’un flavonoïde (Figure 3.91). Son 
spectre MS montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 655 [M+H]+ et deux fragments à 
Résultats 
- 135 - 
m/z 419 [M-162+H]+ et m/z 331 [M-2*162+H]+ semblant correspondre à la perte 
respective de un et deux hexoses (Figure 3.109). 
 
Figure 3.109: Spectre HPLC-(APCI)-MS du composé Z 
 
La structure de Z a pu être plus précisément établie grâce à son spectre 1H obtenu par 
HPLC-RMN en mode discontinu (« stop-flow ») (Figure 3.110), dans lequel apparaissent 
les résonances de Z et de Ra. L’attribution des protons à l’un ou l’autre des composés a 
cependant pu être effectuée grâce à l’analyse HPLC-RMN en mode continu (Figure 
3.92), où les signaux de Z et Ra sont suffisamment résolus.  
Ainsi les résonances de Ra entre δ 6.9 et 7.5 ppm montrent les protons H-2’ et H-6’ 
(δ 7.4-7.5, m), ainsi que le proton H-5’ (δ 6.97, d 7.7 Hz) d’une flavone contenant des 
groupes hydroxyles en 3’ et 4’. Les signaux à δ 6.63 (H-3), δ 6.57 (H-8) et 6.29 (H-6) 
ppm correspondent au cycle A substitué en positions 5 et 7 par deux groupes hydroxyles 
(Markham et al., 1994), confirmant ainsi que Ra est la lutéoline. 
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Figure 3.110: Spectre HPLC-RMN 1H (500 MHz, D2O :CH3CN) des composés Z et Ra 
(1H de Ra notés en italique) 
 
Comme souligné précédemment, les résonances de la partie aglycone de Z sont 
quasiment identiques à celles du composé A obtenues par l’analyse HPLC-RMN de 
l’extrait dichlorométhane de P. pectinatus. Ainsi les signaux 1H aromatiques à δ 6.74, 
7.57 et 8.35 ppm correspondent à ceux du noyau furane d’un diterpène labdane contenant 
une cétone en C-12. La présence de cette fonction est confirmée par un spectre UV 
identique à celui de A, et qui diffère spécifiquement des autres diterpènes labdanes par un 
maximum supplémentaire à 256 nm. A δ 4.69 ppm résonne le proton Hb-17 du 
méthylène exocyclique, tandis que Ha-17 se trouve sous le signal de suppression de 
solvant de HOD. A δ 0.59 et 1.21 ppm apparaissent les résonances des groupes méthyles, 
tandis que les protons du bicycle labdanique résonnent entre δ 1.0 et 2.5 ppm. Le proton 
Ha-11 apparaît clairement sous forme d’un doublet de doublet à δ 2.84 ppm, alors que 
Hb-11 est partiellement confondu avec un des protons de la partie glycosidique. Ces 
données, associées à un fragment à m/z 331 [M-2*162+H]+ dans le spectre HPLC-MS, 
permettent d’attribuer à l’aglycone de Z la structure de l’acide 15,16-époxy-12-oxo-
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8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oïque. Le composé Z fait certainement partie de la 
série ent comme l’ensemble des diterpènes labdanes du genre Potamogeton. 
Entre δ 3.1 et 5.5 ppm se trouvent les signaux du disaccharide attaché par une liaison 
ester à l’acide furanolabdanoïque. La comparaison de ces données RMN avec les spectres 
1H de M et N montre qu’à δ 5.47 (d 7.8 Hz) et δ 4.80 (d 7.8 Hz) résonnent 
respectivement les protons β-anomériques H-1’ et H-1’’. Comme jusqu’à présent seuls 
des dérivés glucosidiques de labdanes ont été isolés du genre Potamogeton, le composé Z 
contient probablement un β-diglucoside. En comparant les signaux du sucre avec les 
résonances 1H du cellobiose (D-glucopyranosyl-(β1→4)- D-glucopyranose) (Hall et al., 
1980) et du gentiobiose (D-glucopyranosyl-(β1→6)- D-glucopyranose) (Sakushima et al., 
1994), les β-diglucosides les plus couramment rencontrés, il est possible de suggérer que 
le disaccharide ester est le cellobiose. En effet, dans le cas du gentiobiose le H-6’b du 
glucopyranose résonne à plus de δ 4.0 ppm à une distance de 0.4 ppm de H-6’a (H-6’a : 
δ 3.77, H-6’b : δ 4.17, CD3OD :D2O 1 :1), alors qu’avec le cellobiose l’écart n’est que de 
0.15 ppm et que les deux protons résonnent à moins de δ 4.0 ppm (H-6’a : δ 3.81, H-6’b : 
δ 3.96, D2O). Comme aucun signal du sucre n’est visible à plus de δ 4.0 ppm dans le 
spectre de Z, à l’exception de ceux des protons anomériques, le cellobiose semble être 
dans le cas présent un dissacharide plus probable que le gentiobiose. La nature exacte et 
l’enchaînement des sucres ne peuvent cependant pas être déterminés de façon certaine 
avec le seul spectre 1H. Les informations apportées par les corrélations 1H-13C à courte et 
longue distance sont au minimum nécessaires pour une détermination structurale 
complète de Z, ce qui implique son isolement. Il est cependant d’ores et déjà possible 
d’affirmer que ce composé est nouveau puisque des acides furanolabdanoïques 
diglycosylés n’ont jamais été décrits jusqu’à présent.  
  
4 DISCUSSION DES RESULTATS
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4.1 Phytochimie des potamots 
 
Douze ent-labdanes ont été isolés ou identifiés dans Potamogeton pectinatus et 
P. lucens (A-G, L-N, Q, Z), et huit de ces diterpènes sont des nouveaux produits naturels 
(C-G, M-N, Z) (Figure 4.1). Les quatre autres labdanes (A-B, L, Q) n’ont jusqu’à 
présent jamais été mentionnés dans le genre Potamogeton. Bien que dans les limites de ce 
travail un seul ent-labdane ait été identifié dans P. perfoliatus et aucun dans P. crispus, 
les résultats présentés ici corroborent les travaux antérieurs et confirment que cette classe 
de composés est caractéristique de la famille des Potamogetonaceae. Les labdanes des 
potamots sont essentiellement des dérivés lactoniques et furaniques de structure proche, 
mais relativement variée d’une espèce à l’autre. En effet dans les travaux déjà publiés 
seulement trois de ces composés se retrouvent dans plus d’une espèce de potamot. Dans 
cette étude, quatre labdanes (A, B, E, G) sont communs à P. pectinatus et à P. lucens, 
tandis qu’un seul de ces composés (A) apparaît en outre dans une troisième espèce 
(P. perfoliatus). Cette apparente diversité ne reflète peut-être qu’un manque de données 
sur la phytochimie des potamots, mais dans le cas contraire elle pourrait servir de base à 
une étude plus approfondie de la chimiotaxonomie des Potamogetonaceae. Il est 
intéressant à cet égard de constater que les profils chromatographiques des extraits 
apolaires des potamots, bien qu’ils ne représentent pas que les diterpènes, mettent 
clairement P. pectinatus à part des autres espèces (Figure 3.1). Cette distinction, qui 
pourrait être corrélée avec l’attribution de ce potamot au sous-genre Coleogeton, est 
essentiellement due à deux produits, un labdane (A) et un diterpène linéaire (I). D’autres 
analyses devraient cependant être effectuées pour vérifier que la présence majoritaire de 
ces composés est bien le résultat de variations interspécifiques. 
Comme le montrent les exemples de l’acide daniellique (B) (Haeuser et al, 1961 ; 
Dreyer et Park, 1975), de l’acide polyalthique (L) (Gopinath et al., 1961 ; Dreyer et Park, 
1975 ; Carreras et al., 1998), du nivenolide (Q) (Rojas et al., 1978 ; Carreras et al., 1998) 
et du néoandrographolide (m) (Chan et al., 1968), les ent-labdanes sont des composés qui 
se retrouvent dans de nombreuses familles telles que les Leguminosae, les Annonaceae, 
les Euphorbiaceae, les Acanthaceae, les Rutaceae et plus particulièrement les Asteraceae, 
qui appartiennent à différents ordres et sous-classes des dicotylédones. Par contre dans 
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les monocotylédones, cette classe de produits semble ne s’être rencontrée jusqu'à présent 
que dans les Potamogetonaceae et les Ruppiaceae (voir chapitre 2.3.2). Cette restriction 
reflète sans doute en partie le manque de travaux phytochimiques exhaustifs effectués sur 
les espèces de la classe des monocotylédones, mais pourrait également être corrélée à la 
fonction écologiques des ent-labdanes, c’est-à-dire à leur activité algicide (voir chapitre 
suivant). Cette fonction a peut-être restreint ces composés aux espèces aquatiques au 
cours de l’Evolution des monocotylédones. Celles-ci sont en effet considérées comme des 
plantes dérivées de dicotylédones primitives via des ancêtres aquatiques ressemblant aux 
Nymphaeales actuelles (ordre des dicotylédones dont fait partie la famille des 
Nymphaceae) (Cronquist, 1988).  
 
Figure 4.1: Labdanes identifiés dans Potamogeton pectinatus et P. lucens (nouveaux 
produits naturels encadrés) avec leurs relations biosynthétiques hypothétiques. Le 
composé t a été isolé de Ruppia maritima (DellaGreca et al., 2000). 
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Contrairement aux labdanes, les acides gras et les flavonoïdes identifiés dans ce travail 
sont presque ubiquitaires dans les quatre potamots. Dans les espèces submergées étudiées 
ici se retrouvent ainsi presque toutes les flavones détectées auparavant dans le genre 
Potamogeton, avec cependant l’identification d’un nouveau dérivé glycosylé, le lutéoline 
3’-O-glucoside (Figure 4.2).  
R1O
OH
O
O
R2
OH
R3
 
Composé Nom R1 R2 R3 
Ta Apigénine H H H 
W A. 7-O-glucoside Glc H H 
T A. 6-C-glucoside 
(Isovitéxine) 
H H Glc 
Ra Lutéoline H OH H 
U L. 7-O-glucoside Glc OH H 
X L. 3’-O-glucoside H OGlc H 
V L. 7-O-
glucuronide 
Glcu OH H 
R L. 6-C-glucoside 
(Isoorientine) 
H OH Glc 
Sa Chrysoériol H OCH3 H 
Y C. 7-O-glucoside Glc OCH3 H 
S C. 6-C-glucoside 
(Isoscoparine) 
H OCH3 Glc 
 
Figure 4.2: Flavones identifiées dans Potamogeton pectinatus, P. lucens , P. perfoliatus 
et P. crispus 
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Ces résultats semblent au premier abord remettre en question la réduction du profil 
flavonique des espèces submergées par rapport à celles possédant des feuilles flottantes, 
qui a été observée par Les et Sheridan (1990). La sensibilité et la spécificité de l’HPLC-
UV-MS ont sans doute permis de détecter dans P. crispus, P. pectinatus et P. perfoliatus 
des flavones que ces auteurs n’avaient pu identifier sur la base d’analyses par CCM. 
L’utilisation de l’HPLC-UV-MS dans l’analyse des feuilles flottantes de potamots 
pourrait donc aussi bien révéler d’autres flavonoïdes, ce qui finalement soutiendrait les 
conclusions de Les et Sheridan. 
 
4.2 Fonction écologique des métabolites secondaires des potamots 
 
Les plantes aquatiques ont besoin de se protéger des organismes herbivores et des 
pathogènes, mais également de se défendre contre les algues épiphytes. En colonisant la 
surface des feuilles, celles-ci diminuent en effet leur photosynthèse en réduisant 
l’intensité lumineuse et le taux de prélèvement du carbone dans le milieu aquatique. 
Sand-Jensen (1977) a par exemple montré que les épiphytes pouvaient réduire la 
photosynthèse de Zostera marina L. (Zosteraceae) d’une valeur de 30 %, et représenter 
ainsi un stress important pour cette plante. Les métabolites secondaires semblent être un 
des moyens de défense des macrophytes contre la colonisation algale. Nakai et al. (1996) 
ont par exemple montré que les macrophytes Elodea densa (Planch.) Casp. 
(Hydrocharitaceae), Cabomba caroliniana A.Gray (Nymphaeaceae) et Myriophyllum 
spicatum L. (Haloragaceae) excrétaient des composés polaires inhibant la croissance des 
algues unicellulaires Raphidocelis subcapitata et Microcystis aeruginosa. Gross et al. 
(1996) ont en outre démontré que les composés actifs de Myriophyllum spicatum étaient 
des polyphénols hydrolysables complexant les enzymes algales extracellulaires. Dans les 
potamots, certains diterpènes labdanes remplissent sans doute cette fonction, étant donné 
leur potentiel algicide démontré dans ce travail et celui de Cangiano et al. (2002) par leur 
activité envers Raphidocelis subcapitata. Bien que le composé O n’ait pas révélé ici 
d’effet algicide envers cette espèce, Aliotta et al. (1996) ont mis en évidence que des 
acides gras, tels que l’acide α-linolénique (K), l’acide linoléique (P) et des dérivés 
hydroxylés d’acides gras C18 tri-insaturés, peuvent aussi inhiber la croissance de diverses 
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espèces microalgales. Une légère activité inhibitrice du pinorésinol (H) envers 
Raphidocelis subcapitata a également été observée (DellaGreca et al., 1998).  
Pour tous ces composés, il n’est cependant possible que de parler de potentiel 
algicide, puisque ceux-ci ne peuvent exercer leur effet que s’ils sont excrétés des plantes. 
Pour établir une relation entre activité potentielle et fonction écologique, il serait donc 
nécessaire de mesurer la concentration effective de ces composés à la surface des feuilles 
ou dans le milieu aquatique. De Nys et al. (1998) ont par exemple développé une 
procédure pour l’extraction et la quantification de métabolites secondaires apolaires de la 
surface des algues rouges marines Delisea pulchra (Greville) Montagne et Laurencia 
obtusa Lamouroux. Le protocole expérimental, basé sur l’immersion des algues pendant 
30 secondes dans l’hexane, a permis de démontrer que la concentration de métabolites 
n’était pas obligatoirement corrélée à la concentration totale dans la plante. Il serait donc 
particulièrement intéressant d’adapter cette méthode aux potamots pour la quantification 
des labdanes et des acides gras à leur surface, afin de mieux comprendre le rôle 
écologique de ces composés.  
Il faut également souligner que l’activité algicide des labdanes a été essentiellement 
testée contre une seule espèce, Raphidocelis subcapitata, qui ne se trouve pas en Europe. 
Pardos (1996) a comparé la réponse de cet organisme à celle du nanoplancton (<20 µm) 
du Léman lors de divers tests écotoxicologiques. Le nanoplancton est la fraction 
phytoplanctonique généralement la plus représentée dans les lacs méso-eutrophes ; il est 
considéré comme le plus sensible et représente la principale classe d’algues disponible 
pour le broutage du zooplancton. Pardos (1996) a mis en évidence dans un test de toxicité 
aiguë (4h) que, par rapport au nanoplancton, la sensibilité au zinc de la monoculture 
algale de Raphidocelis subcapitata était significativement plus élevée dans la majorité 
des cas, et nettement moins variable. La variabilité des résultats du nanoplancton dans ce 
test était probablement dû en partie aux différences de composition phytoplanctonique au 
cours du temps, certaines espèces algales étant plus moins sensibles au zinc. Il apparaît 
donc que Raphidocelis subcapitata peut être considéré dans le cas présent comme un bon 
organisme modèle pour évaluer l’activité algicide des composés isolés, d’autant plus qu’il 
est couramment utilisé dans les laboratoires, ce qui permet des comparaisons plus fiables. 
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Les ent-labdanes isolés des potamots ont également un effet sur divers organismes 
invertébrés, rotifères et crustacés, ce qui montre que ces composés pourraient jouer un 
rôle écologique à différents niveaux trophiques (Cangiano et al., 2002). Ohta et 
Nawamaki (1978) ont par ailleurs démontré une action répulsive des acides daniellique 
(B) et polyalthique (L) envers l’escargot marin Monodonta neritoides. L’acide linoléique, 
dont l’activité molluscicide contre Biomphalaria glabrata a été reportée par Keller et al. 
(2002), pourrait de même avoir une fonction de défense contre des consommateurs. Des 
métabolites secondaires sont en effet certainement utilisés pour prévenir la consommation 
des plantes aquatiques par des herbivores, dont l’impact sur la biomasse, la productivité 
et la composition spécifique des macrophytes est loin d’être négligeable (Lodge, 1991). 
Des expériences de nutrition devraient cependant être effectuées avant de pouvoir 
éventuellement conclure à une relation de cause à effet entre la présence de labdanes ou 
d’autres composés dans les potamots et les préférences d’un herbivore. De telles 
expériences ont par exemple permis d’établir que l’écrevisse Procambarus clarkii évite 
de consommer les plantes Saururus cernuus L. (Saururaceae) et Habenaria repens Nutt. 
(Orchidaceae), car celles-ci produisent des composés répulsifs envers cet animal (Wilson 
et al., 1999 ; Kubanek et al., 2001). 
Les composés caractérisés dans ce travail n’ont montré aucune activité antifongique, 
mais des métabolites de structure proche, isolés de plantes aquatiques, ont montré un 
effet contre divers pathogènes. Shimura et al. (1983) ont ainsi déterminé que parmi des 
substances antifongiques synthétisées dans des feuilles de plants de riz (Oryza sativa L., 
Poaceae) se trouvaient l’acide α-linolénique et l’acide 13(S)-hydroxy-octadéca-
(9Z,11E,15Z)-trièn-oïque, l’énantiomère du composé O. Une flavone sulfatée dérivée du 
lutéoline-7-O-glucoside semble de même être utilisée par la plante marine Thalassia 
testudinum Kon. (Hydrocharitaceae) pour réduire la capacité de colonisation de ses 
feuilles par les thraustochytrides, un groupe de microorganismes marins épiphytes 
(Jensen et al., 1998). 
Il faut enfin souligner que l’acide α-linolénique est considéré comme le produit de 
départ de la biosynthèse de l’acide jasmonique, un composé ubiquitaire du règne végétal 
qui a une fonction centrale dans les réactions de défense des plantes en tant que messager 
chimique (revue par Schaller, 2001). L’acide linolénique et certains de ses dérivés 
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oxygénés comme O pourraient donc être à la fois impliqués dans la production de 
métabolites de défense et faire partie eux-mêmes de ces composés. 
 
4.3 Activités pharmacologiques des constituants des potamots 
 
Ce travail a pu mettre en évidence le potentiel anti-inflammatoire du composé A, et 
plus précisément son effet sur la production d’oxyde nitrique (NO). Son activité 
inhibitrice importante (IC50: 6.1 µM) est comparable à celle de l’andalusol (IC50: 
10.5 µM), un labdane isolé de Sideritis foetens Clemente ex Lag. (Lamiaceae) qui a 
montré un effet anti-inflammatoire aussi bien in vivo que in vitro (de las Heras et al., 
1999).  
A l’exception de A, les tests biologiques à disposition n’ont pas autorisé la 
découverte d’activité pharmacologique significative et nouvelle pour les métabolites 
étudiés. Cependant des composés de structure proche ont des propriétés biologiques 
intéressantes. L’acide pinusolidique, l’énantiomère du composé E, est par exemple un 
antagoniste du facteur d’activation des plaquettes (PAF). C’est le cas également de son 
dérivé méthyl-ester, le pinusolide, qui a une activité 100 fois plus élevée (Yang et al., 
1998). Par ailleurs l’acide (+)-polyalthique, l’énantiomère de L, et son dérivé méthyl-
ester possèdent des propriétés antimutagènes (Miyazawa et al., 1995). Les propriétés 
pharmacologiques des constituants d’Andrographis paniculata Nees. (Acanthaceae), une 
plante utilisée dans la médecine traditionnelle indienne, chinoise et du sud-est de l’Asie, 
ont été étudiées dans de nombreux travaux. Le néoandrographolide en particulier, un ent-
labdane diastéréoisomère du composé N, a montré une activité antidiarrhéique (Gupta et 
al., 1990), immunostimulante (Puri et al., 1993), antihépatotoxique (Chander et al., 1995) 
et antiallergique (Gupta et al., 1998). Ces divers exemples montrent que les labdanes des 
potamots ont probablement des propriétés pharmacologiques qui attendent encore d’être 
mises en évidence. 
Les labdanes ne sont cependant pas les seuls constituants des potamots aux activités 
pharmacologiques potentiellement intéressantes, puisque l’acide α-linolénique et l’acide 
linoléique se sont révélés être des inhibiteurs de la cyclooxygénase-2 (COX-2) (Ringbom 
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et al., 2001), qui est une enzyme essentielle pour la biosynthèse des prostaglandines lors 
des réactions d’inflammation. 
  
5 CONCLUSIONS ET PERSPECTIVE
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Dix composés (A-E, G-K) ont été isolés de Potamogeton pectinatus et cinq de 
P. lucens (L-P), dont sept sont des nouveaux produits naturels (C-E, G, M-O). Trente 
autres métabolites ont été identifiés dans P. pectinatus, P. lucens, P. perfoliatus et 
P. crispus par diverses méthodes analytiques. L’isolement de neuf ent-labdanes (A-E, G, 
L-N), dont six nouveaux (C-E, G, M-N), confirme l’intérêt du genre Potamogeton 
comme source de ces composés. Malgré les résultats d’Ostrofsky et Zettler (1986) 
concernant les alcaloïdes dans les potamots, aucun composé de cette classe n’a été isolé 
ou identifié lors de ce travail. Comme aucune autre étude n’a de plus confirmé leur 
présence, à l’exception de la théophylline dans P. pectinatus (Ayatollahi et al., 1997), une 
recherche plus ciblée de ces composés dans le genre Potamogeton devrait être entreprise 
afin de répondre définitivement à cette question. 
Les ent-labdanes des potamots ont montré des propriétés algicides, qui ont permis de 
proposer des hypothèses sur leur fonction écologique dans les potamots. Elakovich et 
Wooten (1995), dans leur revue de l’allélopathie des macrophytes, ont en outre cité 
divers travaux montrant une activité allélopathique de plusieurs espèces de potamots 
(P. amplifolius, P. foliosus, P. illinoensis, P. nodosus) envers d’autres plantes aquatiques, 
dont Lemna minor (Lemnaceae), une espèce répandue en Suisse. Il serait ainsi intéressant 
de déterminer si les ent-labdanes sont également responsables de cette activité 
allélopathique, et si ce n’est pas le cas, d’identifier les composés actifs. A cet égard, un 
test biologique utilisant la petite lentille d’eau Lemna minor serait le plus adapté, puisque 
l’espèce cible est écologiquement pertinente, le bioessai lui-même étant rapide, sensible, 
reproductible et relativement simple à mettre en œuvre (Elakovich, 1999). Il existe de 
plus un protocole normalisé pour l’utilisation de cet organisme (Environment Canada, 
1999). Les potamots peuvent bien sûr également subir un effet allélopathique d’autres 
plantes aquatiques, notamment des héléocharis, des hélophytes de la famille des 
Cyperaceae (genre Eleocharis) (Elakovich et Wooten, 1995), et donc être eux-mêmes des 
espèces cibles dans le cadre de bioessais (Elakovich, 1999). 
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Tableau 5.1: Structure et localisation des ent-labdanes du genre Potamogeton 
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Figure 5.1 : Structure des ent-labdanes du genre Potamogeton 
 
Les résultats préliminaires obtenus avec le méthyl-15,16-époxy-12-oxo-
8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate (A) montrent de plus que cette classe de 
composés a également un potentiel pharmacologique qui mériterait d’être étudié de 
manière plus exhaustive. Le choix des tests à réaliser devrait d’abord s’appuyer sur les 
résultats déjà obtenus avec ces composés et d’autres similaires, mais ces produits 
devraient également être intégrés dans des programmes de criblage. Certains de ces 
composés sont ainsi actuellement soumis à une série de tests antiparasitaires effectués 
dans des laboratoires collaborant avec l’Institut de Pharmacognosie et Phytochimie de 
l’Université de Lausanne. 
Les résultats présentés dans ce travail et les données de la littérature indiquent que les 
ent-labdanes sont une classe de métabolites très répandue dans les potamots, si ce n’est 
ubiquitaire, et en même temps relativement variable (Tableau 5.1 et Figure 5.1). Des 
études chimiotaxonomiques du genre Potamogeton basées sur ces produits devraient en 
conséquence être possibles. Dans un premier temps de telles recherches demanderaient de 
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continuer le travail d’isolement dans d’autres espèces, afin d’enrichir le pool de labdanes 
de référence. Ensuite la puissance analytique de l’HPLC-UV-MS, et si nécesaire de 
l’HPLC-UV-RMN, pourrait être utilisée pour réaliser le profil labdanique de l’ensemble 
des potamots de Suisse. L’application de ce type d’analyses aux hybrides, qui sont 
fréquents dans ce genre, serait également riche en informations.  
Tableau 5.2: Structure et localisation des flavones du genre Potamogeton 
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L’utilisation de la HPLC-UV-MS, la HPLC-UV-RMN et de la HPLC-UV(DAD) 
associée à des réactions post-colonne a permis d’identifier les flavonoïdes des potamots 
sans avoir à les isoler, et en s’affranchissant de l’utilisation de standards. Ceci est un bon 
exemple de déréplication, une procédure utilisée en phytochimie pour éviter de ré-isoler 
des composés connus. Dans le cas présent, il a non seulement été possible d’identifier des 
flavonoïdes déjà reportés dans les potamots, mais en outre une nouvelle flavone (X) a pu 
être caractérisée dans le genre Potamogeton (Tableau 5.2). Cette procédure de 
déréplication est cependant plus facile à mettre en œuvre dans le cas des flavonoïdes, 
dont les propriétés spectrales sont caractéristiques et bien connues, que pour d’autres 
classes de composés. Il a été néanmoins possible de presque complètement caractériser 
un nouveau labdane glycosylé (Z) par HPLC-UV-MS et HPLC-RMN, ce qui démontre le 
potentiel de ces outils d’analyse pour l’identification des labdanes dans des extraits et 
leur déréplication. Celle-ci devrait être facilitée au fur et à mesure du progrès des 
connaissances des particularités spectrales de ces diterpènes et des avancées techniques 
de la HPLC-RMN (Wolfender et al., 2001).  
En conclusion, cette étude a permis de mieux connaître la phytochimie de plantes 
aquatiques indigènes. Elle a en outre démontré leur intérêt comme source de nouveaux 
produits naturels et de composés aux activités biologiques et pharmacologiques 
prometteuses. Seule une faible partie des 2500 espèces de la flore suisse a été caractérisée 
du point de vue phytochimique. Les sujets d’étude dans ce domaine ne manquent donc 
pas et chaque plante est un réservoir potentiel de métabolites avec des caractéristiques 
phytochimiques et pharmacognosiques originales. 
  
6 PARTIE EXPERIMENTALE
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6.1 Matériel végétal et extraction 
 
Les potamots Potamogeton pectinatus L., Potamogeton perfoliatus L. et Potamogeton 
lucens L. ont été récoltés durant les mois de juin et juillet 1999 dans le Lac Léman en 
collaboration avec l’ERM (Association intercommunale pour l’épuration des eaux usées 
de la région morgienne). Les critères de faucardage ont été définis par l’Inspection 
cantonale de la pêche du canton de Vaud afin d’assurer un compromis entre la sécurité de 
la navigation et la protection des herbiers de macrophytes, comme lieux de protection et 
de nourrissage de plusieurs espèces de poissons. L’utilisation d’un bateau faucardeur a 
permis de disposer rapidement d’importantes quantités de matériel végétal relativement 
homogène. Après un tri grossier sur place, les plantes ont été suspendues pour séchage 
pendant plusieurs jours à l’extérieur, mais à l’abri de la lumière directe du soleil. Le 
potamot Potamogeton crispus L. a été récolté manuellement en août 2000 au Lac de 
Joux, et mis à sécher au laboratoire après un tri grossier. Les plantes ont été déterminées 
par le professeur Jean-Bernard Lachavanne du Laboratoire d’Ecologie et de Biologie 
Végétale Aquatique de l’Université de Genève, et des échantillons de référence ont été 
déposés à l’Institut de Pharmacognosie et Phytochimie (IPP) de l’Université de Lausanne 
(Tableau 6.1). 
Les plantes séchées entières ont été broyées après refroidissement par de l’azote 
liquide. Elles ont ensuite été extraites trois à quatre fois par du dichlorométhane (DCM), 
puis par du méthanol (MeOH). Chaque extraction a été effectuée avec au minimum 24 
heures d’agitation à température ambiante dans une proportion d’à peu près 1 litre de 
solvant pour 200 g de plante. Les solvants ont été évaporés à basse pression et les extraits 
finalement séchés au lyophilisateur (Tableau 6.1). 
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Tableau 6.1: Lieux de récolte et rendements d’extraction des potamots étudiés 
Espèce Lieu de récolte 
(Date) 
N° de 
référence 
(IPP) 
Poids 
sec [g] 
Poids sec de 
l’extrait DCM 
[g] (rdt) 
Poids sec de 
l’extrait MeOH 
[g] (rdt) 
Potomageton 
pectinatus 
Lac Léman,  
St-Sulpice 
(23.6.1999) 
2000042 3'020 61.3 (2.0 %) 130.4 (4.3 %) 
Potamogeton 
perfoliatus 
Lac Léman,  
St-Sulpice 
(23.6.1999) 
2000073 350 3.9 (1.1 %) 26.5 (7.6 %) 
Potamogeton 
lucens 
Lac Léman, 
Morges 
(1.7.1999) 
2000072 1’350 17.2 (1.3 %) 46.8 (3.5 %) 
Potamogeton 
crispus 
Lac de Joux, 
Le Sentier 
(1.8.2000) 
2000071 350 5.6 (1.6 %) 19.4 (5.5 %) 
 
6.2 Méthodes chromatographiques analytiques 
 
6.2.1 Chromatographie sur couche mince (CCM) 
 
Les analyses par chromatographie sur couche mince ont effectuées avec des plaques 
de Silicagel 60 F254 sur feuille d’aluminium (Merck). Après développement dans des 
cuves en verre (Canmag), les plaques ont été observées à la lumière du jour, et sous 
lampe UV à 254 et 366 nm. Selon les cas elles ont ensuite été révélées par un réactif de 
détection relativement polyvalent, celui de Godin. Il est constitué par un mélange 1 :1 
d’une solution éthanolique de vanilline à 1% et d’une solution aqueuse d’acide 
perchlorique à 3%. Les plaques sont pulvérisées avec ce réactif, puis avec une solution 
éthanolique d’acide sulfurique à 10 % et finalement chauffées avec un sèche-cheveux 
jusqu’à apparition de taches de diverses couleurs sur un fond jaunâtre. 
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6.2.2 Chromatographie liquide à haute performance couplée à la 
spectrophotométrie ultraviolet/visible (HPLC-UV/VIS) 
 
Les analyses ont été réalisées avec un système Hewlett-Packard (HP) series 1100 
couplé à un détecteur à réseau de diodes (DAD) HP series 1050 pour l’enregistrement des 
spectres UV/VIS. Les injections ont été effectuées par un injecteur automatique PAL 
(CTC Analytics). Les extraits DCM ont été injectés sur deux colonnes Eclipse XDB-
Phenyl (250 x 4.6 mm i.d.) (Zorbax) connectées en série, en utilisant un système de 
solvants CH3CN-H2O contenant 0.05 % TFA à un débit de 0.7 ml/min (50 à 100 % 
CH3CN en 60 min, puis 20 min à 100 % CH3CN). Les extraits MeOH ont été injectés sur 
deux colonnes Symmetry C18 (250 x 4.6 mm i.d.) (Waters) connectées en série, en 
utilisant une phase mobile CH3CN-H2O contenant 0.05 % TFA à un débit de 0.7 ml/min 
(5 à 50 % CH3CN en 60 min, puis de 50 à 75 % en 10 min, de 75 à 100 % en 10 min, et 
10 min à 100 % CH3CN). 
 
6.2.3 Chromatographie liquide à haute performance UV/VIS avec 
dérivatisation post-colonne 
 
Les analyses des flavonoïdes de l’extrait MeOH de P. pectinatus par HPLC-UV avec 
dérivatisation post-colonne ont été réalisées d’après la procédure décrite par Wolfender, 
et al. (1993). Un système HP series 1050 avec détecteur DAD et injecteur automatique 
intégrés a été utilisé, avec deux pompes supplémentaires (1 : Gilson 303 et 2 : Shimadzu 
LV-9A) pour l’ajout post-colonne des réactifs de dérivatisation. La fraction MeOHaq, 
préparée selon la méthode décrite ci-dessous (chap. 6.3.1), a été injectée sur une colonne 
Symmetry C18 (250 x 4.6 mm i.d.) (Waters) en utilisant une phase mobile CH3CN-H2O à 
un débit de 0.6 ml/min (5 à 30 % CH3CN en 40 min, puis de 30 à 65 % en 20 min, de 65 
à 100 % en 5 min, et 5 min à 100 % CH3CN), tandis que le débit total des pompes post-
colonne était de 0.4 ml/min. Les réactions de dérivatisation ont été effectuées dans un 
visco mixer de 10 µl à température ambiante ou à 90 °C dans un bain-marie, après 
neutralisation, si nécessaire, de la phase mobile par une solution de NaOH 0.01 M 
(pompe 1) (Tableau 6.2). Les réactifs suivants ont été utilisés pour la localisation des 
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groupes hydroxyles sur les flavonoïdes : une solution de NaOAc (base faible), de KOH 
(base forte), d’AlCl3 et une solution de AlCl3 en milieu acide (AlCl3/H+). 
Tableau 6.2: Conditions expérimentales pour les dérivatisations post-colonne des 
flavonoïdes 
Réactif de 
dérivatisation 
Pompe 1 Débit 1 
(ml/min) 
Pompe 2 Débit 2 
(ml/min)  
Température 
Eluant H2O 0.2 H2O 0.2 ambiante 
NaOAc NaOH 
(0.01 M) 
0.2 NaOAc 
(0.5 M) 
0.2 ambiante 
AlCl3 NaOH 
(0.01 M) 
0.2 AlCl3 
(0.3 M) 
0.2 90 °C 
AlCl3/H+ 
(+ 0.05 % TFA dans la 
phase mobile) 
- - AlCl3 
(0.3 M) 
0.4 90 °C 
KOH - - KOH 
(0.3 M) 
0.4 ambiante 
 
6.2.4 Chromatographie liquide à haute performance couplée à la 
spectrométrie de masse (HPLC-MS) 
 
Les analyses des extraits par HPLC-UV-MS ont été réalisées en mode positif dans les 
conditions chromatographiques décrites ci-dessus (chap. 6.2.2). Le système HPLC a été 
couplé à un spectromètre de masse triple-quadripôle (TSQ 700, Finnigan MAT) par une 
interface de type APCI (Finnigan MAT). Les conditions suivantes ont été utilisées : 
température du vaporiseur : 400 °C, température du capillaire de transfert : 150 °C, 
courant Corona : 5 µA, gaz nébuliseur : N2. 
Les analyses HPLC-UV-MSn de l’extrait MeOH de P. pectinatus ont été réalisées en 
mode positif dans les conditions chromatographiques décrites ci-dessus (chap. 6.2.3), 
avec un débit de 1 ml/min, sur un système HPLC intégré HP series 1100 (Hewlett-
Packard) avec détecteur DAD. Celui-ci a été couplé à un spectromètre de masse de type 
trappe à ions (LCQ, Finnigan MAT) par une interface APCI (Finnigan MAT). Les 
conditions suivantes ont été utilisées : température du vaporiseur : 450 °C, température 
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du capillaire de transfert : 200 °C, courant Corona : 5 µA, gaz nébuliseur : N2, gaz de 
collision : He, énergie de collision : 50%. 
 
6.2.5 Chromatographie liquide à haute performance couplée à la résonance 
magnétique nucléaire (HPLC-1H-RMN) 
 
Les échantillons ont été extraits par SPE sur des cartouches C18 (Chromabond®), pour 
éliminer la majeure partie des pigments. Ils ont ensuite été injectés sur une colonne à 
compression radiale µBondapak® (10 µm , 100x8 mm i.d., Waters) dans un système 
HPLC constitué d’une pompe Varian 9012 et d’un détecteur UV/VIS Varian ProStar 320 
(extraits DCM) ou Waters 490-MS (extraits MeOH) à 210 nm. Un système de solvants 
CH3CN-D2O à un débit de 0.9 ml/min a été utilisé pour les extraits MeOH avec le 
gradient suivant : 5 à 50 % CH3CN en 60 min, puis de 50 à 100 % en 1 min, et 9 min à 
100 % CH3CN. La même phase mobile a été employé pour les extraits DCM en utilisant 
les gradients suivant : 20 à 80 % CH3CN en 450 min, puis de 80 à 100 % en 100 min, et 
200 min à 100 % CH3CN à 0.1 ml/min pour P. pectinatus, 20 à 80 % CH3CN en 480 min, 
puis de 80 à 100 % en 107 min, et 213 min à 100 % CH3CN à 0.15 ml/min pour 
P. lucens. 
Le système HPLC a été couplé à un spectromètre de résonance magnétique nucléaire 
(RMN) Varian Unity Inova de 500 MHz par une sonde contenant une cellule de mesure 
de 60 µl et 3 mm i.d. La suppression des signaux de solvant a été réalisée par une 
séquence WET (Smallcombe et al., 1995). Les spectres 1H RMN ont été enregistrés en 
mode discontinu (« stop-flow ») ou continu (« on-flow »), et dans ce dernier cas par 
incréments de 32 (extraits MeOH) ou 256 acquisitions (extraits DCM). 
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6.2.6 Chromatographie gazeuse couplée à la spectrométrie de masse  
(GC-MS) 
 
Les analyses des méthyl-esters des acides gras par GC-MS ont été réalisées avec un 
appareil de chromatographie gazeuse Varian 3400 couplé à un spectromètre de masse 
triple-quadripôle (TSQ 70, Finnigan MAT), utilisé en mode impact électronique (EI, 
énergie e- 70 eV) ou ionisation chimique (CI, gaz ionisant CH4). Les températures de la 
source et des quadripôles étaient respectivement de 150 °C et 70 °C. Une colonne 
capillaire Chrompak (CP Select CB for FAME, 100m x 0.25 mm i.d. x 0.25 µm) a été 
employée pour les analyses des échantillons préparés selon les conditions décrites ci-
dessous (chap. 6.5.4). Les injections (1 µl) ont été effectuées en mode « splitless » avec 
l’hélium comme gaz porteur à une pression de 25 psi en tête de colonne. Le programme 
de température suivant a été appliqué en 90 min: 100 °C pendant 1 min, de 100 à 220 °C 
à 3 °C/min, de 220 à 235 °C à 0.5 °C/min, de 235 à 280 °C à 4.5 °C min et 10 min à 280 
°C. La température de l’injecteur était de 250 °C, et celle de la ligne de transfert de 280 
°C. Les constituants des échantillons ont été identifiés par comparaison avec un mélange 
de 37 standards de méthyl-esters d’acides gras injecté dans les mêmes conditions 
(Supelco 37 Component FAME mix), et à l’aide d’une librairie de spectres de masse 
(NIST 98). 
 
6.3 Méthodes préparatives 
 
6.3.1 Partage liquide-liquide 
 
Certains extraits ont d’abord été fractionnés par un partage liquide-liquide selon une 
procédure proposée par Gunatilaka et al. (1998). Ces extraits ont été dans un premier 
temps partagés entre une phase apolaire hexane et une phase polaire méthanolique 
aqueuse (MeOH :H2O 80 :20). Après cette opération, de l’eau a été ajoutée à la solution 
méthanolique pour obtenir une phase à 60 % de méthanol, qui a été ensuite extraite par 
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du chloroforme. Après évaporation des solvants, ce partage a donc permis d’obtenir trois 
fractions de polarité croissante : hexane, CHCl3 et MeOHaq. 
 
6.3.2 Chromatographie liquide sur colonne ouverte (CC) 
 
6.3.2.1 Chromatographie d’adsorption 
 
Des colonnes ouvertes sur silicagel 60 (70-200 µm ou 35-70 µm, SDS) ont été 
utilisées dans la première ou seconde étape de fractionnement des extraits DCM. La taille 
des colonnes, la granulométrie de la phase solide, le débit de la phase mobile et la taille 
des fractions ont été adaptés à la quantité et à la nature (extrait, fraction) des échantillons 
à séparer. Le choix des conditions d’élution, le suivi de la séparation et le rassemblement 
final des fractions ont été effectués sur la base d’analyses par CCM. Les échantillons ont 
été introduits sous forme solide en les mélangeant avec de 2.5 à 3 fois leur poids de 
phase. Des gradients en plateaux de mélanges ligroïne : acétate d’éthyle ou chloroforme : 
méthanol ont été utilisés comme systèmes d’élution, et les fractions ont été récoltées par 
un collecteur automatique Büchi 684 ou Retriever II ISCO®. 
 
6.3.2.2 Chromatographie d’exclusion 
 
Les chromatographies d’exclusion ou filtration sur gel ont été réalisées comme étapes 
de fractionnement visant à éliminer des pigments. Elle ont été effectuées sur Sephadex® 
LH-20 avec un système CHCl3 : MeOH 1 :1 comme phase mobile à un débit de 0.3 à 1.0 
ml. Les échantillons à séparer ont été introduits sous forme liquide après dissolution dans 
un volume d’éluant le plus petit possible et éventuellement filtration. Le suivi des 
séparations et le rassemblement final des fractions ont été faits sur la base d’analyses par 
CCM. Les fractions ont été récoltées par un collecteur automatique ISCO® 1220. 
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6.3.2.3 Chromatographie de partage 
 
Pour une séparation grossière mais rapide ou pour éliminer les pigments de certaines 
fractions, des chromatographies de partage avec phase inverse (Lichroprep® RP-18 15-
25 µm) ont été réalisées selon le principe de la VLC (chromatographie liquide sous vide) 
(Hostettmann et al., 1998a). Le rapport de la quantité de phase sur la masse de 
l’échantillon était d’un facteur 4 à 10. Les fractionnements ont été effectués dans des 
entonnoirs Büchner avec verre fritté, sous un léger vide fourni par une trompe à eau. Les 
échantillons ont été introduits sous forme solide en les mélangeant avec de 2 à 2.5 fois 
leur poids en phase. Des mélanges de proportion croissante d’acétonitrile dans l’eau ont 
été utilisés pour la séparation sans sécher la phase entre les différents éluants. 
 
6.3.3 Chromatographie liquide à basse pression (LPLC) 
 
Le système utilisé pour la LPLC était constitué d’une pompe Duramat® équipée d’un 
détecteur UV LKB 2238 UVICORD SII à longueur d’onde fixe (206 nm) et d’un 
enregistreur LKB 2210. La colonne utilisée était une Lobar® Lichroprep® RP-18 (40-63 
µm, 310 x 25 mm i.d., Merck) avec un gradient en plateaux de phase mobile MeCN : 
H2O. Les échantillons ont été introduits sous forme liquide dans du méthanol, après 
éventuellement élimination des parties insolubles par centrifugation. Les fractions ont été 
récoltées par un collecteur automatique RediFrac (Pharma Biotech). 
 
6.3.4 Chromatographie liquide à moyenne pression (MPLC) 
 
Le système utilisé pour la MPLC était constitué d’une pompe Büchi® équipée d’un 
détecteur Knauer UV à longueur d’onde variable à 210 nm et d’un enregistreur LKB 
2210. La phase utilisée était de la Lichroprep® RP-18 (15-25 µm) dans une colonne 
remplie par l’utilisateur (460 x 26 mm i.d., Büchi). Les échantillons ont été introduits 
sous forme solide, mélangés avec 2.5 fois leur poids en phase, dans un cylindre 
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d’introduction précédant la précolonne. Un gradient en plateaux de phase mobile MeCN : 
H2O a été utilisé, et les fractions récoltées par un collecteur automatique Büchi 684. 
 
6.3.5 Chromatographie liquide semi-préparative à haute pression 
 
Les séparations par chromatographie semi-préparative ont été réalisées sur des 
colonnes à compression radiale µBondapak® de différentes capacités (10 µm , 100x8, 
100x25 ou 200x40 mm i.d., Waters). Plusieurs appareillages ont été utilisés, avec 
détection à 210 nm:  
• une pompe 3-voies Varian 9012, un détecteur UV/VIS Varian ProStar 320 ou 
Waters 490-MS, et un enregistrement par le programme Varian Star (colonne 
100x8 mm i.d.) 
• une pompe 2-voies Shimadzu LC-10AD, un détecteur UV LKB Bromma 2151, 
et un enregistreur LKB 2210 (colonne 100x8 mm i.d.) 
• une pompe 2-voies Shimadzu LC-8A, un détecteur UV LKB Bromma 2151 ou 
Knauer, et un enregistreur LKB 2210 (colonnes 100x25 et 200x40 mm i.d.). 
Des systèmes de solvants MeCN : H2O ont été utilisés comme phase mobile, soit en 
mode isocratique soit en mode gradient. 
 
6.3.6 Chromatographie de partage centrifuge (CPC) 
 
Les séparations par CPC ont été réalisées sur un appareil ITO (Multi-Layer-Coil-
Separator-Extractor Model#1) avec une vitesse de rotation de 800 rpm. La phase mobile 
était délivrée par une pompe Waters 6000A à un débit de 2 à 3 ml/min. Les phases 
mobile et stationnaire ont été choisies selon un des systèmes biphasiques quaternaires n-
heptane : acétate d’éthyle : méthanol : eau définis par Margraff (Camacho-Frias et al., 
1996). Suivant les cas, la phase inférieure ou la phase supérieure des systèmes 
sélectionnés a d’abord été utilisée comme phase mobile, puis au cours du fractionnement 
le sens de rotation a été inversé et l’autre phase utilisée comme éluant. Les fractions ont 
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été recueillies par un collecteur automatique RediFrac (Pharma Biotech), et rassemblées 
selon les résultats des analyses par CCM. 
 
6.4 Méthodes physico-chimiques 
 
6.4.1 Pouvoir rotatoire ([α]D) 
 
Le pouvoir rotatoire des composés présentant un ou plusieurs carbones asymétriques a 
été déterminé avec un polarimètre PE-241 MC (Perkin-Elmer). La rotation α de la 
lumière polarisée par les produits dissous dans du CHCl3 ou du MeOH a été mesurée 
dans une cuve de 10 cm de long à température ambiante. La raie D (589 nm) d’une lampe 
à sodium a été utilisée comme source de lumière incidente. Le pouvoir rotatoire 
spécifique [α]D est alors défini comme suit (en degrés):  
 
[α]D = (α x 1000) / (l x c) avec :  α: valeur mesurée (moyenne de 10 lectures) 
 l : longueur de la cuve en dm 
 c : concentration de la solution en mg/ml 
 
Dans la description des constantes physiques des composés (chap. 6.7) la 
concentration c a été exprimée en g/100 ml. 
 
6.4.2 Spectres ultraviolets (UV) 
 
Les spectres UV des nouveaux composés naturels ont été mesurés avec un 
spectrophotomètre UV/VIS Lambda20 (Perkin-Elmer) dans le MeOH ou l’EtOH. Le 
coefficient d’extinction molaire spécifique (ε) à la longueur d’onde d’absorbance 
maximale a été déterminé avec une droite d’étalonnage en quatre points. Les spectres UV 
des produits connus ont été mesurés par HPLC-(DAD)-UV. 
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6.4.3 Spectres de masse (MS) 
 
Les spectres de masse des produits isolés ont été enregistrés en mode positif par un 
spectromètre triple-quadripôle (TSQ 70, Finnigan MAT), utilisé en impact électronique 
(EI, énergie e- 70 eV) ou avec ionisation chimique (DCI, gaz ionisant NH3). En mode EI, 
les composés en solutions ont été vaporisés dans la source par une augmentation linéaire 
de la température de la sonde porte-échantillons de 50 à 300°C en 1 minute. En mode 
DCI, les produits déposés sur un filament ont été désorbés par une rampe de 50 à 1000 °C 
en 1 minute ; la source contenait le gaz réactant à une pression d’environ 5 Torr. Dans les 
deux cas, les températures de la source et des quadripôles étaient respectivement de 
150 °C et 70 °C. 
Les spectres de masse à haute résolution ont été enregistrés en mode positif sur un 
spectromètre à transformée de Fourier FTMS 4.7T BioApex II (Bruker) ou un appareil 
LCT (Micromass) avec analyseur à temps de vol (TOF), les deux utilisant une interface 
de type électrospray (ESI) comme source d’ions. 
 
6.4.4 Spectres de résonance magnétique nucléaire (RMN) 
 
Les spectres RMN ont été mesurés à 500 MHz (1H) et 125 MHz (13C) avec un 
spectromètre Unity Inova 500 (Varian) contenant une sonde multi-nucléaire (5 mm i.d.). 
Les spectres NOE et DEPT, ainsi que les expériences bidimensionnelles NOESY, COSY, 
HSQC, HMBC et HSQC-TOCSY, ont été enregistrés à l’aide de séquences 
impulsionnelles spécifiques fournies par Varian. Les échantillons ont été dissous dans des 
solvants deutérés CD3OD ou CDCl3. Les déplacements chimiques δ ont été exprimés en 
ppm par rapport au signal du tétraméthylsilane (TMS), utilisé comme référence interne. 
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6.5 Méthodes chimiques 
 
6.5.1 Hydrolyse acide des flavonoïdes O-glycosylés 
 
Les aglycones des flavonoïdes O-glycosylés présents dans l’extrait polaire de 
P. pectinatus ont été obtenus par hydrolyse acide. L’extrait MeOH a été chauffé à reflux 
pendant environ 2h dans une solution méthanolique acide (MeOH : HCl 8% 5 :4 ~ 
HCl 2N). Les aglycones ont été ensuite extraits par de l’acétate d’éthyle. La phase 
organique a été lavée par de l’eau jusqu’à que celle-ci atteigne un pH neutre. Après 
évaporation du solvant, le résidu a été resuspendu dans du méthanol pour la suite des 
analyses.  
 
6.5.2 Hydrolyse alcaline du composé C 
 
Le composé C a été hydrolysé selon la procédure décrite par Hasegawa et Hirose 
(1985). Une solution éthanolique de KOH 2 M (2.5 ml) contenant C (6 mg) a été incubée 
à température ambiante sous agitation pendant 3h. Après une dilution d’un facteur 10 par 
de l’eau, cette solution a été extraite par 30 ml de diéthyl éther. L’évaporation du solvant 
a permis finalement d’obtenir 2 mg du composé Ch. 
 
6.5.3 Hydrolyse enzymatique des composés M et N 
 
Une fraction contenant essentiellement les composés M et N (5 mg de la fraction C9 
de l’extrait DCM de P. lucens, voir Figure 3.7) a été dissoute dans 1 ml de tampon 
acétate pH 5.5 avec 1 mg de β-glucosidase (Sigma) et incubée à 37 °C pendant 4 jours. 
Les aglycones de M et N ont ensuite été extraits par 3 ml de CHCl3, pour donner un 
mélange (2 mg) de l’acide 8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olid-18-oïque ou nivénolide (Q) 
et du 18-hydroxy-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olide. Après évaporation du solvant, le 
résidu a été utilisé comme mélange de standards pour les analyses HPLC-UV-MS des 
extraits DCM des potamots. 
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6.5.4 Méthylation des acides gras 
 
La fraction des acides gras a d’abord été isolée spécifiquement des extraits 
dichlorométhaniques (protocole adapté de Weber et al., 1997). Les échantillons (10 mg) 
ont été dissous dans 4.5 ml d’une solution méthanolique aqueuse (MeOH : H2O 70 :30), 
qui a été introduite sur une cartouche SPE Oasis HLB (Waters). Celle-ci a été ensuite 
lavée par 7 ml de la même solution et les deux fractions résultantes rassemblées. Le tout a 
été réduit au rotavapor à un volume d’environ 2.5 ml, complété à 5 ml avec de l’eau et 
acidifié avec 300 µl d’HCl 25%, avant d’être extrait par 10 ml de CHCl3. La phase 
organique a été séchée avec du Na2SO4, puis évaporée sous flux d’azote et le résidu 
finalement redissous dans 120 µl de MeOH. La réaction de méthylation a été réalisée à 
température ambiante pendant une nuit après ajout de 900 µl de diazométhane. Après 
évaporation à sec sous flux d’azote et redissolution dans 1 ml d’hexane, les échantillons 
ont été chargés sur une cartouche SPE silicagel (Chromabond). Les cartouches ont été 
lavées par 5 ml d’hexane, et ensuite les acides gras méthylés élués par 7 ml d’un mélange 
2 :1 d’hexane : diethyléther. Après évaporation sous flux d’azote, les échantillons ont été 
stockés à -80°C, avant d’être repris dans 10 µl d’hexane pour les analyses par GC-MS. 
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6.6 Tests biologiques et chimiques 
 
6.6.1 Test antioxydant 
 
L’activité antioxydante des extraits et des composés purs a été évaluée sur couche 
mince par le DPPH (1,1-diphényl-2-picrylhydrazyle) en suivant un protocole adapté de 
Takao et al. (1994). Les échantillons (100 µg) ont été déposés sur des plaques Silicagel 
60 F254 sur feuille d’aluminium (Merck), et celles-ci développées dans le système 
d’élution approprié : hexane : AcOEt (1 : 1) pour les extraits DCM et CHCl3 : MeOH : 
H2O (65 : 35 :5) pour les extraits MeOH. Les produits purs (~5 µg) ont été déposés sur 
les couches minces sans développement. Les plaques ont ensuite été révélées par une 
solution méthanolique de DDPH à 2 mg/ml. Ce réactif est un radical stable qui, réduit par 
des capteurs de radicaux, passe du pourpre au jaune, révélant ainsi les composés avec une 
activité antioxydante. 
 
6.6.2 Test d’inhibition de l’acétylcholinesterase (AChE) 
 
L’inhibition de l’acétylcholinestérase par les extraits bruts et les produits purs a été 
testée par bioautographie sur couche mince selon la méthode développée par Marston et 
al. (2002). Les extraits (10 µg) et les composés (0.05, 0.5 et 5 µg) ont été déposés sur des 
plaques Silicagel 60 F254 sur feuille d’aluminium (Merck). Les échantillons ont été élués 
par un système de solvants hexane : AcOEt (1 : 1) pour les extraits DCM et les produits 
purs, et CHCl3 : MeOH : H2O (65 : 35 :5) pour les extraits MeOH. Après avoir été 
soigneusement séchées, les plaques ont été pulvérisées avec une solution 
d’acétylcholinestérase (Sigma) dans un tampon Tris-HCl 0.05 M à pH 7.8 contenant de 
l’albumine de sérum bovin pour stabiliser l’enzyme (1000 U/150 ml). Après 20 min 
d’incubation à 37°C dans une atmosphère humide, les couches minces ont été pulvérisées 
avec un mélange (1:4) d’une solution éthanolique de naphytyl-1-acétate (2.5 mg/ml) et 
d’une solution aqueuse de sel Fast Blue B (2.5 mg/ml). Les composés actifs se sont 
signalés par des taches claires sur un fond pourpre. 
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6.6.3 Tests antifongiques 
 
6.6.3.1 Activité antifongique contre Cladosporium cucumerinum 
 
L’activité antifongique contre Cladosporium cucumerinum a été testée par 
bioautographie sur la base de la méthode développée par Homan et Fuchs (1970). Les 
échantillons (100 µg) ont été déposés sur des plaques Silicagel 60 F254 sur feuille 
d’aluminium (Merck), et élués par un mélange ligroïne : AcOEt (1 : 1) pour les extraits 
DCM et CHCl3 : MeOH : H2O (65 : 35 :5) pour les extraits MeOH. Les produits purs 
(~5 µg) ont été déposés sur les couches minces sans développement. Après évaporation 
complète des solvants, les plaques ont été pulvérisées avec une suspension de spores de 
Cladosporium cucumerinum dans un milieu nutritif. Elles ont ensuite été incubées 2-3 
jours à 25°C dans une atmosphère humide et à l’abri de la lumière. Les composés actifs 
se révèlent à la fin du test par des zones d’inhibition claires sur un fond grisâtre, produit 
par le développement du champignon. 
 
6.6.3.2 Activité antifongique contre Candida albicans 
 
L’activité antifongique contre Candida albicans a été testée par bioautographie sur la 
base de la méthode développée par Rahalison et al. (1991). Les échantillons ou les 
produits purs ont été préparés comme précédemment en utilisant des plaques Silicagel 60 
F254 sur verre (Merck). Après évaporation complète des solvants, les couches minces ont 
été recouvertes avec une culture de cellules de Candida albicans dans un milieu Malt 
Agar. Les plaques ont été ensuite incubées durant une nuit à 30°C dans une atmosphère 
humide. Les bioautogrammes ont été révélés par pulvérisation d’une solution aqueuse de 
bromure de 3-(4,5-diméthyl-2-thiazolyl)-2,5-diphényl-2H-tétrazolium (MTT) 
(2.5 mg/ml) et après incubation à 30 °C pendant 4 heures supplémentaires. Les composés 
actifs se révèlent à la fin du test par des taches claires sur un fond pourpre. 
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6.6.4 Test larvicide contre Aedes aegypti 
 
Les extraits DCM et MeOH ont été testés contre les larves d’Aedes aegypti, un des 
moustiques vecteur de la fièvre jaune, selon la méthode décrite par Cepleanu (1993). Les 
œufs ont été incubés pendant 24 h à 27 °C dans de l’eau prélevée dans une rivière (eau 
non chlorée). Environ 20 larves du second stade larvaire ont été ensuite introduites dans 
des tubes à essai contenant 10 ml de la même eau. Les extraits (5.5 mg) ont été 
solubilisés du mieux possible dans 110 µl de DMSO et 100 µl de solution ont été ajoutés 
à chaque tube pour une concentration finale de 500 µg/ml. La mortalité a été évaluée par 
comptage à l’œil nu des larves encore vivantes après 30 minutes et 24 heures 
d’incubation à 27°C. Le test est considéré comme positif si aucune larve n’a survécu 
après 24 heures. 
 
6.6.5 Test molluscicide contre Biomphalaria glabrata 
 
Les extraits DCM et MeOH de P. pectinatus ont été testés contre Biomphalaria 
glabrata, un des escargots vecteur de la schistosomiase (ou bilharziose), selon la méthode 
décrite par Hostettmann et al. (1982). Deux escargots de taille uniforme (diamètre moyen 
de la coquille : 9 mm) ont été placés dans une solution aqueuse de 400 µg/ml d’extrait 
brut, et leur mortalité contrôlée après 24 heures à 24°C en observant sous la loupe 
binoculaire les battements cardiaques des mollusques. 
 
6.6.6 Test algicide contre Raphidocelis subcapitata 
 
L’activité algicide d’une partie des composés purs a été évaluée par un test 
d’inhibition de la croissance de l’algue verte unicellulaire d’eau douce Raphidocelis 
subcapitata (ou Pseudokirchneriella subcapitata, anciennement Selenastrum 
capricornutum). Le protocole des tests a été adapté de la méthode sur microplaque à 96 
puits proposée par l’institution Environnement Canada (1992). Les algues ont été 
fournies immobilisées dans une matrice inerte sous forme de billes (Algaltoxkit FTM, 
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Creasel, Deinze, Belgique), et libérées à la demande avant chaque expérience. La 
préparation des algues et de leur milieu de culture a été effectuée selon le protocole joint 
à l’Algaltoxkit (Creasel, 1996). 
Les composés ont été d’abord dissous dans le DMSO et ensuite dilués dans le milieu 
de culture algal aux différentes concentrations utilisées pour les tests. La plus haute 
concentration de DMSO dans les puits n’excédait pas 0.33 % (v/v). Chaque dilution 
(10 µl) a été ajoutée à un puits contenant 2 x 104 cellules/ml dans 290 µl de milieu de 
culture. Une microplaque permettait de tester deux composés (X et Y) avec trois réplicats 
de cinq concentrations différentes. Chaque réplicat a été associé à un puit de contrôle 
(Blc) ne contenant que du DMSO à 0.33 %. Quatre séries de puits ne contenant que les 
algues (A) ont été utilisés comme références, et les puits périphériques (SA) remplis avec 
le milieu de culture pour minimiser l’évaporations des autres puits (Figure 6.1). 
Après avoir été scellées dans des sacs en plastique transparents pour minimiser les 
pertes par évaporation, les microplaques ont été placées dans un incubateur à 24 °C sous 
une illumination continue à 8000 lux pendant 72 heures. L’absorbance à 450 nm des 
cellules algales resuspendues a été enregistrée par un lecteur de microplaques (SLT 
Spectra) avant (A0) et après (A72) la période d’incubation comme mesure indirecte de la 
croissance des algues. La relation entre absorbance et nombre de cellules (comptage 
manuel avec cellule de Neubauer) avait été auparavant établie afin de pouvoir contrôler la 
croissance minimale requise dans les puits de référence. Le nombre d’algues devait avoir 
augmenté d’au moins un facteur 16 pour que le test soit considéré comme valable 
(Creasel, 1996). La croissance des algues (Ca) a été mesurée par : Ca = (A72 - A0)/2. 
L’inhibition de la croissance algale par les composés testés a été calculée par rapport à 
la moyenne des puits de référence. Lorsque la valeur moyenne de trois réplicats était 
inférieure à 0%, les trois mesures ont été éliminées. La concentration inhibant la 
croissance de 50 % (IC50) a été calculée sur la base de l’équation de la droite de 
régression linéaire des valeurs d’inhibition reportées en fonction du logarithme des 
concentrations (3 au minimum, en µmol/l) (Microsoft Excel 5.0). Les intervalles de 
confiance à 95% (I95) ont été calculés selon les équations suivantes (Fleury, 1987) :  
I95 (log) = x ± t . sx  (d.l. N-2) 
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et 
s2x = (s2R / b2) . [1/N + (y’ – ymoy)2 / (b2 . Σ n (xi-xmoy)2)] 
 
avec  sx: écart-type de x 
x : log (IC50) 
xmoy : moyenne des logarithmes des concentrations 
xi : log de la concentration [#] 
b : pente de la droite de régression 
y’ : valeur choisie sur la droite (= inhibition de 50 %) à partir de laquelle la 
variance s2x correspondante est estimée  
ymoy: valeur moyenne d’inhibition 
 N : nombre total de mesures 
 n : nombre de mesures par concentration 
 s
2
R: variance résiduelle 
 t : valeur du test de t de Student-Fisher (p<0.05)  
 d.l. : nombre de degrés de liberté 
 
La validité du test a été contrôlée avec un produit toxique de référence, le potassium 
dichromate (K2Cr2O7). Une valeur d’IC50 (72h) de 0.47 mg/l (I95: 0.37-0.61) a été 
obtenue avec 5 réplicats de 4 concentrations entre 0.18 et 1.07 mg/l, alors qu’une IC50 de 
0.38 mg/l (I95: 0.30-0.46) avait été donnée par le fournisseur de l’Algaltoxkit. 
Pour les composés A, B, C et D des valeurs d’absorbance anormalement élevées ont 
été observées à t0 avec les plus hautes concentrations testées, mais les mesures à t72 n’en 
ont pas été affectées. Ces valeurs ont donc été corrigées et remplacées par la moyenne à t0 
des contrôles avec DMSO. 
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SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA 
SA A X [5] X [5] X [5] A A Y [5] Y [5] Y [5] A SA 
SA A X [4] X [4] X [4] A A Y [4] Y [4] Y [4] A SA 
SA A X [3] X [3] X [3] A A Y [3] Y [3] Y [3] A SA 
SA A X [2] X [2] X [2] A A Y [2] Y [2] Y [2] A SA 
SA A X [1] X [1] X [1] A A Y [1] Y [1] Y [1] A SA 
SA A Blc Blc Blc A A Blc Blc Blc A SA 
SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA SA 
 
SA:  300 µl de milieu de culture 
A:  260 µl de milieu de culture + 40 µl de solution algale (1.5 x 105 cell./ml) 
X,Y:  250 µl de milieu de culture + 40 µl de solution algale (1.5 x 105 cell./ml) + 10 µl de 
la concentration [#] des composés testés 
Blc : 250 µl de milieu de culture + 40 µl de solution algale (1.5 x 105 cell./ml) 
 + 10 µl DMSO 10% (v/v). 
 
Figure 6.1: Configuration des microplaques pour le test algicide 
 
6.6.7 Tests anti-inflammatoires 
 
Les tests anti-inflammatoires ont été réalisés par le Dr. Beatriz de la Heras de 
l’Université de Complutense à Madrid (Département de Pharmacologie, Faculté de 
Pharmacie). L’activité anti-inflammatoire du composé A a été évaluée par l’inhibition de 
la production d’oxyde nitrique NO et de la prostaglandine E2 (PGE2) dans des 
macrophages activés par le lipopolysaccharide (LPS). Les macrophages de souris ont été 
préparés selon la procédure décrite par López-Collazo et al. (1998). Les cellules ont été 
incubées à 37°C pendant 24 heures avec du LPS bactérien d’Escherichia coli (0.5 µg/ml). 
Les produits testés ont été ajoutés aux cellules 30 min avant le LPS. La production de NO 
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et de PGE2 a été mesurée dans les surnageants des cultures. La concentration de PGE2 a 
été déterminée par un kit ELISA selon les instructions du fabricant. Après conversion de 
l’oxyde nitrique en nitrite, celui-ci a été mesuré par spectrophotométrie à l’aide du réactif 
de Griess (Green et al., 1982). 
L’effet cytotoxique du composé A sur les macrophages a été évalué selon la procédure 
décrite par Pang et al. (1996). La respiration mitochondriale, en tant qu’indicateur de la 
viabilité des cellules, a été mesurée par la réduction du MTT (3-(4,5-diméthylthiazol-2-
yl)-2,5-diphényltétrazolium bromure) en formazan. Les cellules ont été exposées aux 
composés dans des microplaques à 96 puits pendant 24 heures et incubées à 37°C avec le 
MTT (0.2 mg/ml) pendant 60 min. Le milieu de culture a été enlevé par aspiration, les 
cellules solubilisées dans du DMSO (100 µl) et la réduction du MTT évaluée par mesure 
de l’absorbance à 550 nm dans un lecteur de microplaques. 
 
Partie expérimentale  
 - 181 - 
6.7 Constantes physiques et données spectrales des composés isolés 
Composé A Méthyl-15,16-époxy-12-oxo-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate 
C21H28O4 
PM 344 
Poudre blanche amorphe 
[α]D: + 2.8° (CHCl3, c 0.76) 
UV (MeCNaq) λmax nm: 203, 251 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18H3COOC
12
13
14
15
O
16
17
19
O
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
344 [M].+ (45), 326 [M-H2O] .+ (5), 312 [M-32]+ (5), 284 [M-60]+ (16), 234 [M-110]+ (79), 202 [M-
142]+ (17), 189 [M-155]+ (16), 175 [M-169]+ (58), 159 [M-185]+ (38), 121 [M-223]+ (100). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.):  
345 [M+H]+ (100), 327 [M-H2O+H]+ (3), 313 [M-31]+ (3), 235 [M-109]+ (22), 175 [M-169]+ (3).  
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
OMe 
39.3 (CH2) 
19.8 (CH2) 
38.1 (CH2) 
44.3 (C) 
55.9 (CH) 
25.7 (CH2) 
37.9 (CH2) 
148.7 (C) 
50.3 (CH) 
39.5 (C) 
36.4 (CH2) 
194.2 (C) 
128.0 (C) 
108.7 (CH) 
144.1 (CH) 
146.6 (CH) 
106.4 (CH2) 
28.7 (CH3) 
177.6 (C) 
13.0 (CH3) 
51.2 (CH3) 
a: 1.21 (m); b: 1.65 (m) 
a: 1.52 (m); b: 1.86 (m) 
a: 1.08 (m); b: 2.19 (m) 
 
1.47 (dd, 2.9, 12.7 Hz) 
a: 1.78 (m); b: 2.02 (m) 
a: 2.09 (m); b: 2.41 (m) 
 
2.66 (d, 9.8 Hz) 
 
a: 2.76 (dd, 3.4, 16.6 Hz); b: 2.96 (dd, 9.8, 16.6 Hz) 
 
 
6.77 (d, 2.0 Hz) 
7.43 (t, 1.5 Hz) 
8.08 (s) 
a: 4.37 (s); b: 4.74 (d, 1.0 Hz) 
1.21 (s) 
 
0.60 (s) 
3.63 (s) 
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Composé B Acide 15,16-époxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oïque 
C20H28O3 
PM 316 
Gomme blanche 
[α]D: - 45.1° (CHCl3, c 0.43) 
UV (MeCNaq) λmax nm: 201 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18HOOC
12
13
14
15
O
16
17
19
 
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
316 [M].+ (100), 301 [M-CH3]+ (6), 235 [M-81]+ (9), 222 [M-94]+ (86), 189 [M-127]+ (28), 149 [M-
167]+ (33), 121 [M-195]+ (49). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
334 [M+NH4]+ (3), 317 [M+H]+ (2), 288 [M-28]+ (19), 271 [M-45]+ (100), 143 [M-173]+ (7), 138 [M-
178]+ (5).  
 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
39.0 (CH2) 
19.9 (CH2) 
37.9 (CH2) 
44.1 (C) 
56.2 (CH) 
26.1 (CH2) 
38.7 (CH2) 
147.8 (C) 
55.2 (CH) 
40.7 (C) 
24.3 (CH2) 
23.6 (CH2) 
125.4 (C) 
110.9 (CH) 
142.7 (CH) 
138.7 (CH) 
106.5 (CH2) 
29.0 (CH3) 
182.9 (C) 
12.8 (CH3) 
a: 1.01 (m); b: 1.86 (m) 
a: 1.51 (m); b: 1.83 (m) 
a: 1.05 (m); b: 2.15 (m) 
 
1.31 (dd, 3.2, 12.0 Hz) 
a: 1.94 (m); b: 1.98 (m) 
a: 1.91 (m); b: 2.43 (m) 
 
1.63 (d, 10.7 Hz) 
 
a: 1.60 (m); b: 1.74 (m) 
a: 2.25 (m); b: 2.56 (m) 
 
6.26 (d, 2.0 Hz) 
7.35 (t, 1.7 Hz) 
7.19 (s) 
a: 4.56 (s); b: 4.89 (s) 
1.23 (s) 
 
0.61 (s) 
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Composé C Méthyl-15,16-époxy-12(R)-acétoxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate 
C23H32O5 
PM 388 
Gomme blanche  
[α]D: - 18.0° (CHCl3, c 0.60) 
UV (EtOH) λmax nm (log ε): 201 (3.89) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18H3COOC
12
13
14
15
O
16
17
19
OAc
 
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
346 [M-42(Ac)]+ (4), 328 [M-CH3COOH] + (50), 313 [M-CH3COOH-CH3]+ (5), 269 [M-119]+ (12), 
221 [M-167]+ (8), 121 [M-267]+ (32), 71 [M-311]+ (100). 
 
HR-ESI-MS, m/z : 411.2176 [M+Na]+ (C23H32O5Na: calculé 411.2147). 
 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
OMe 
Ac-1 
Ac-2 
38.9 (CH2) 
19.9 (CH2) 
38.0 (CH2) 
44.2 (C) 
56.0 (CH) 
25.7 (CH2) 
38.4 (CH2) 
147.0 (C) 
51.6 (CH) 
40.0 (C) 
29.1 (CH2) 
68.1 (CH) 
124.1 (C) 
108.6 (CH) 
143.3 (CH) 
141.1 (CH) 
107.4 (CH2) 
28.6 (CH3) 
177.6 (C) 
12.7 (CH3) 
51.1 (CH3) 
170.2 (C) 
21.3 (CH3) 
ax: 0.87(m); éq: 1.78 (m) 
éq: 1.49 (m); ax: 1.82 (m) 
ax: 0.97 (m); éq: 2.13 (m) 
 
1.18 (dd, 2.9, 12.2 Hz) 
ax: 1.78 (m); éq: 1.95 (m) 
ax: 1.76 (m); éq: 2.37 (m) 
 
1.39 (t, 6.6 Hz) 
 
a: 1.95 (m); b: 1.95 (m) 
5.83 (t, 7.6 Hz) 
 
6.40 (d, 1.1 Hz) 
7.40 (t, 1.6 Hz) 
7.38 (s) 
a: 4.86 (s); b: 4.93 (s) 
1.14 (s) 
 
0.52 (s) 
3.60 (s) 
 
2.02 (s) 
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Composé Ch Méthyl-15,16-époxy-12(R)-hydroxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oate 
Produit de l’hydrolyse alcaline de C 
C21H30O4 
PM 346 
Gomme blanche  
 [α]D: - 38.3° (CHCl3, c 0.60) 
UV (EtOH) λmax nm (log ε): 202 (3.72) 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18H3COOC
12
13
14
15
O
16
17
19
OH
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
346 [M].+ (12), 328 [M-H2O] .+ (13), 269 [M-77]+ (6), 250 [M-96]+ (23), 237 [M-109]+ (13), 221 [M-
125]+ (5), 180 [M-166]+ (15), 149 [M-197]+ (14), 121 [M-225]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
364 [M+NH4]+ (12), 346 [M-H2O+NH4]+ (53), 329 [M-H2O+H]+ (100), 279 [M-67]+ (3), 269 [M-77]+ 
(4), 235 [M-111]+ (7). 
Position 1H – NMR (500 MHz, CDCl3) 
 
12 
14 
15 
16 
17 
18 
20 
OMe 
 
4.71 (dd, 4.6, 9.5 Hz) 
6.41 (d, 1.0 Hz) 
7.40 (t, 1.7 Hz) 
7.34 (s) 
a: 4.74 (s); b: 4.91 (s) 
1.14 (s) 
0.53 (s) 
3.60 (s) 
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Composé D Acide 15,16-époxy-12(R)-acétoxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-19-oïque 
C22H30O5 
PM 374 
Huile jaune  
[α]D: - 10.8° (CHCl3, c 0.93) 
UV (EtOH) λmax nm (log ε): 201 (3.85) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18HOOC
12
13
14
15
O
16
17
19
OAc
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
332 [M-42(Ac)]+ (3), 314 [M-CH3COOH] .+ (86), 299 [M-CH3COOH-CH3]+ (10), 269 [M-105]+ (9), 
253 [M-121]+ (10), 207 [M-167]+ (12), 159 [M-215]+ (42), 147 [M-227]+ (100), 121 [M-267]+ (74). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
332 [M-CH3COOH+NH4]+ (61), 315 [M-CH3COOH+H]+ (32), 269 [M-63]+ (100) 
 
HR-ESI-MS, m/z : 397.1992 [M+Na]+ (C22H30O5Na: calculé 397.1985). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
Ac-1 
Ac-2 
38.9 (CH2) 
19.8 (CH2) 
37.8 (CH2) 
44.1 (C) 
56.0 (CH) 
25.9 (CH2) 
38.4 (CH2) 
146.9 (C) 
51.7 (CH) 
40.2 (C) 
29.2 (CH2) 
68.1 (CH) 
124.2 (C) 
108.7 (CH) 
143.4 (CH) 
141.2 (CH) 
107.5 (CH2) 
28.8 (CH3) 
182.8 (C) 
12.9 (CH3) 
170.3 (C) 
21.3 (CH3) 
ax: 0.87(m); éq: 1.78 (m) 
éq: 1.49 (m); ax: 1.84 (m) 
ax: 0.98 (m); éq: 2.12 (m) 
 
1.22 (dd, 2.9, 12.2 Hz) 
ax: 1.80 (m); éq: 1.92 (m) 
ax: 1.78 (m); éq: 2.37 (m) 
 
1.41 (dd, 5.4, 6.4 Hz) 
 
a: 1.95 (m); b: 1.96 (m) 
5.83 (dd, 6.3, 9.3 Hz) 
 
6.40 (d, 2.0 Hz) 
7.40 (t, 1.5 Hz) 
7.38 (s) 
a: 4.86 (s); b: 4.94 (s) 
1.19 (s) 
 
0.61 (s) 
 
2.02 (s) 
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Composé E Acide 8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olid-19-oïque 
C20H28O4 
PM 332 
Huile jaune  
[α]D: - 33.0° (MeOH, c 0.74) 
UV (MeOH) λmax nm (log ε): 201 (3.81) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18HOOC
12
13
14
15
O
16
17
19
O
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
332 [M].+ (6), 314 [M-H2O] + (14), 286 [M-46]+ (45), 271 [M-61]+ (36), 235 [M-97]+ (11), 221 [M-
111]+ (20), 189 [M-143]+ (25), 161 [M-171]+ (45), 121 [M-211]+ (100). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.):  
350 [M+NH4]+ (100), 333 [M+H]+ (18), 287 [M-45]+ (48). 
 
HR-ESI-MS, m/z : 333.2061 [M+H]+ (C20H29O4: calculé 333.2066). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CD3OD) 
1H - NMR 
(500 MHz, CD3OD) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
40.4 (CH2) 
21.2 (CH2) 
39.4 (CH2) 
45.3 (C) 
57.5 (CH) 
27.5 (CH2) 
39.8 (CH2) 
149.3 (C) 
57.0 (CH) 
41.5 (C) 
23.1 (CH2) 
25.5 (CH2) 
134.8 (C) 
147.6 (CH) 
72.1 (CH2) 
177.0 (C) 
107.1 (CH2) 
29.6 (CH3) 
181.2 (C) 
13.4 (CH3) 
ax: 1.11 (m); éq: 1.87 (m) 
éq: 1.49 (m); ax: 1.89 (m) 
ax: 1.08 (m); éq: 2.15 (m) 
 
1.37 (dd, 2.4, 11.7 Hz) 
ax: 1.89 (m); éq: 1.99 (m) 
ax: 1.93 (m); éq: 2.43 (m) 
 
1.68 (d, 11.2 Hz) 
 
a: 1.63 (m); b: 1.80 (m) 
a: 2.10 (m); b: 2.41 (m) 
 
7.33 (t, 1.5 Hz) 
a: 4.81; b: 4.81 
 
a: 4.64 (s); b: 4.89 (s) 
1.20 (s) 
 
0.64 (s) 
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Composé F Méthyl-12-hydroxy-12-oxo-13,14,15,16-tétranor-8(17)-ent-labdèn-19-oate 
C17H26O4 
PM 294 
Mélange E/F, 
gomme jaune 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18H3COOC
12
OH
17
19
O
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
294 [M].+ (21), 234 [M-60]+ (40), 180 [M-114]+ (19), 149 [M-145]+ (94), 121 [M-173]+ (100). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.):  
295 [M+H]+ (100), 235 [M-59]+ (22), 180 [M-114]+ (10). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
17 
18 
19 
20 
OMe 
39.1 (CH2) 
19.9 (CH2) 
38.1 (CH2) 
44.2 (C) 
55.9 (CH) 
25.7 (CH2) 
38.0 (CH2) 
148.3 (C) 
51.7 (CH) 
39.5 (C) 
30.9 (CH2) 
179.1 (C) 
106.6 (CH2) 
28.8 (CH3) 
177.6 (C) 
12.7 (CH3) 
51.2 (CH3) 
a: 1.20 (m); b: 1.66 (m) 
a: 1.52 (m); b: 1.84 (m) 
a: 1.05 (m); b: 2.17 (m) 
 
1.40 (dd, 2.9, 12.7 Hz) 
a: 1.78 (m); b: 2.00 (m) 
a: 2.03 (m); b: 2.40 (m) 
 
2.33 (d, 10.3 Hz) 
 
a: 2.44 (m); b: 2.54 (m) 
 
a: 4.55 (s); b: 4.80 (s) 
1.20 (s) 
 
0.53 (s) 
3.62 (s) 
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Composé G Acide 16-hydroxy-8(17),13-ent-labdadièn-15,16-olid-19-oïque 
C20H28O5 
PM 348 
Gomme jaune-pâle 
[α]D: - 36.6° (MeOH, c 0.32) 
UV (MeOH) λmax nm (log ε): 
201 (3.89) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
18HOOC
12
13
16 O
14
17
19
O
HO
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
330 [M-H2O].+ (9), 312 [M-2*H2O].+ (9), 284 [M-64]+ (15), 235 [M-113]+ (25), 189 [M-159]+ (31), 
121 [M-227]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
366 [M+NH4]+ (100), 348 [M-H2O+NH4]+ (12), 331 [M-H2O+H]+ (7), 287 [M-61]+ (9), 205 [M-143]+ 
(33), 165 [M-183]+ (19). 
 
HR-ESI-MS, m/z : 371.1831 [M+Na]+ (C20H28O5Na: calculé 371.1829). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CD3OD) 
1H - NMR 
(500 MHz, CD3OD) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
40.4 (CH2) 
21.2 (CH2) 
39.4 (CH2) 
45.2 (C) 
57.4 (CH) 
27.6 (CH2) 
39.8 (CH2) 
149.3 (C) 
57.2 (CH) 
41.6 (C) 
22.3 (CH2) 
27.9 (CH2) 
173.7 (C) 
117.6 (CH) 
173.7 (C) 
101.2 (CH) 
107.0 (CH2) 
29.6 (CH3) 
181.4 (C) 
13.3 (CH3) 
ax: 1.16 (m); éq: 1.91 (m) 
éq: 1.52 (m); ax: 1.92 (m) 
ax: 1.09 (m); éq: 2.14 (m) 
 
1.38 (d, 9.8 Hz) 
ax: 1.94 (m); éq: 2.00 (m) 
ax: 1.94 (m); éq: 2.43 (m) 
 
1.71 (m) 
 
a: 1.70 (m); b: 1.85 (m) 
a: 2.26 (m); b: 2.56 (m) 
 
5.89 (br s) 
 
6.02 (br s) 
a: 4.56 (s); b: 4.90 (s) 
1.20 (s) 
 
0.67 (s) 
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Composé H 4,4’-Dihydroxy-3,3’-diméthoxy-7,9’:7’,9-diépoxylignane 
C20H22O6 
PM 358 
Gomme blanche 
[α]D: - 15.7° (MeOH, c 0.46) 
UV (MeCNaq) λmax nm:  
203, 231, 281 
 
7'
8' 8
9
O
9'
O
7
HH
1
6
5
4
3
2
1'
6'
'
5
4'
3'
2
'
HO
H3CO
OH
OCH3
Forme (-)
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
358 [M].+ (17), 327 [M-OCH3]+ (3), 223 [M-135]+ (13), 205 [M-153]+ (7), 149 [M-209]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
376 [M+NH4]+ (100), 359 [M+H]+ (17), 341 [M-H2O+H]+ (8), 235 [M-123]+ (15). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CD3OD) 
1H - NMR 
(500 MHz, CD3OD) 
 
1,1’ 
2,2’ 
3,3’ 
4,4’ 
5,5’ 
6,6’ 
7,7’ 
8,8’ 
9,9’ 
 
3 -OMe, 
3’-OMe 
 
133.8 (C) 
111.0 (CH) 
149.1 (C) 
147.4 (C) 
116.1 (CH) 
120.1 (CH) 
87.5 (CH) 
55.4 (CH) 
72.6 (CH2) 
 
56.5 (CH3) 
 
 
 
6.95 (d, 2.0 Hz) 
 
 
6.77 (d, 8.3 Hz) 
6.81 (dd, 2.0, 8.3 Hz) 
4.71 (d, 4.4 Hz) 
3.14 (m) 
a: 3.84 (dd, 3.4, 8.8 Hz) 
b: 4.23 (dd, 6.8, 9.3 Hz) 
3.85 (s) 
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Composé I 3,7,11,15-tétraméthyl-1,6,10,14 (6E,10E)-tétraèn-3(S)-ol 
C20H34O 
PM 290 
Huile jaune 
[α]D: + 4.9° (CHCl3, c 1.41) 
UV (MeCNaq) λmax nm: 203 
 
16
15
14
13
12
11
10
9
8
7
6
5
4
3
2
1
17 18 19
20 OH
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
290 [M].+ (2), 272 [M-H2O].+ (3), 257 [M-33]+ (2), 229 [M-61]+ (3), 203 [M-87]+ (8), 189 [M-101]+ (7), 
161 [M-129]+ (17), 147 [M-143]+ (14), 136 [M-154]+ (21), 121 [M-169]+ (21), 107 [M-183]+ (51), 93 
[M-197]+ (62), 81 [M-209]+ (60), 69 [M-221]+ (100). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.):  
273 [M-H2O+H]+ (100), 217 [M-73]+ (5), 163 [M-127]+ (3). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
111.6 (CH2) 
145.0 (CH) 
73.5 (C) 
42.1 (CH2) 
22.7 (CH2) 
124.4 (CH) 
135.6 (C) 
39.7 (CH2) 
26.7 (CH2) 
124.2 (CH) 
135.0 (C) 
39.7 (CH2) 
26.5 (CH2) 
124.1 (CH) 
131.2 (C) 
25.7 (CH3) 
17.7 (CH3) 
16.0 (CH3) 
16.0 (CH3) 
27.9 (CH3) 
a: 5.06 (dd, 1.0, 10.7 Hz); b: 5.21 (dd, 1.5, 17.1 Hz) 
5.91 (dd, 10.7, 17.1 Hz) 
 
a: 1.58 (m), b: 1.58 (m) 
a: 1.98 (m), b: 2.06 (m) 
5.14 (m) 
a: 2.05 (m); b: 2.36 (m) 
a: 1.98 (m), b: 2.06 (m) 
a: 1.98 (m), b: 2.06 (m) 
5.10 (m) 
 
a: 1.98 (m), b: 2.06 (m) 
a: 1.98 (m), b: 2.06 (m) 
5.10 (m) 
 
1.68 (d, 1.0 Hz)) 
1.60 (s) 
1.60 (s) 
1.60 (s) 
1.28 (s) 
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Composé J 
 δ-tocophérol 
C27H46O2 
PM 402 
Huile orange-rouge 
[α]D: + 6.1° (CHCl3, c 1.0) 
UV (MeCNaq) λmax nm: 
205, 221sh, 299 
4
3
2
1
6
5
O
9
8
7HO
27
10
26
11
12
13
14
15
16
17
18
19
20
21
22
23 24 25
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.): 402 [M].+ (100), 177 [M-225]+ (21), 137 [M-265]+ (29). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.): 403 [M+H]+ (100). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
21 
22 
23 
24 
25 
26 
27 
146.0 (C) 
127.3 (C) 
115.6 (CH) 
147.6 (C) 
112.6 (CH) 
121.3 (C) 
22.5 (CH2) 
31.3 (CH2) 
75.6 (C) 
39.9 (CH2) 
21.0 (CH2) 
37.4 (CH2) 
32.8 (CH) 
37.4 (CH2) 
24.4 (CH2) 
37.4 (CH2) 
32.7 (CH) 
37.3 (CH2) 
24.8 (CH2) 
39.4 (CH2 
28.0 (CH) 
22.6 (CH3) 
22.5 (CH3) 
19.6 (CH3) 
19.7 (CH3) 
24.1 (CH3) 
16.0 (CH3) 
 
 
6.47 (d, 2.9 Hz) 
 
6.38 (d, 2.9 Hz) 
 
a : 2.67 (m), b : 2.67 (m) 
a : 1.73 (m), b : 1.76 (m) 
 
a : 1.49 (m), b : 1.55 (m) 
a : 1.37 (m), b : 1.47 (m) 
a : 1.05 (m), b : 1.25 (m) 
1.35 (m) 
a : 1.05 (m), b : 1.25 (m) 
a : 1.16 (m), b : 1.26 (m) 
a : 1.05 (m), b : 1.25 (m) 
1.40 (m) 
a : 1.05 (m), b : 1.25 (m) 
a : 1.20 (m), b : 1.25 (m) 
a : 1.14 (m), b : 1.14 (m) 
1.52 (m) 
0.87 (s) 
0.85 (s) 
0.84 (s) 
0.86 (s) 
1.24 (s) 
2.11 (s) 
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Composé K Acide α-linolénique 
C18H30O2 
PM 278 
Huile jaune 
UV (MeCNaq) λmax nm: 201 
18
17
16 15 13 12
11
10 9
8
7
6
5
4
3
2
COOH1
14
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
278 [M].+ (52), 222 [M-56]+ (32), 152 [M-126]+ (59), 108 [M-170]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
296 [M+NH4]+ (100), 206 [M-72]+ (24). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
178.8 (C) 
33.8 (CH2) 
24.7 (CH2) 
29.0 (CH2) 
29.1 (CH2) 
29.1 (CH2) 
29.6 (CH2) 
27.2 (CH2) 
130.3 (CH) 
127.8 (CH) 
25.5a (CH2) 
128.3 (CH) 
128.3 (CH) 
25.6a (CH2) 
127.1 (CH) 
132.0 (CH) 
20.6 (CH2) 
14.3 (CH3) 
a 
attributions interchangeables 
 
2.35 (t, 7.3 Hz) 
1.64 (quin, 7.3 Hz) 
1.32 (m) 
1.32 (m) 
1.32 (m) 
1.36 (m) 
2.05 (m) 
5.36 (m) 
5.36 (m) 
2.81 (t, 6.4 Hz) 
5.36 (m) 
5.36 (m) 
2.81 (t, 6.4 Hz) 
5.36 (m) 
5.36 (m) 
2.08 (m) 
0.98 (t, 7.6 Hz) 
 
Partie expérimentale  
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Composé L Acide 15,16-époxy-8(17),13(16),14-ent-labdatrièn-18-oïque 
C20H28O3 
PM 316 
Gomme jaune 
[α]D: - 33.6° (CHCl3, c 0.94) 
UV (MeCNaq) λmax nm: 201 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
20
11
COOH19
12
13
14
15
O
16
17
18
 
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
316 [M].+ (62), 301 [M-CH3]+ (7), 207 [M-109]+ (7), 189 [M-127]+ (28), 149 [M-167]+ (33), 121 [M-
195]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
334 [M+NH4]+ (74), 317 [M+H]+ (32), 288 [M-28]+ (19), 271 [M-45]+ (100), 198 [M-118]+ (12), 182 
[M-134]+ (9).  
 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
38.0 (CH2) 
18.5 (CH2) 
37.1 (CH2) 
47.6 (C) 
49.6 (CH) 
26.9 (CH2) 
37.9 (CH2) 
147.9 (C) 
56.0 (CH) 
38.9 (C) 
24.0 (CH2) 
23.5 (CH2) 
125.5 (C) 
110.9 (CH) 
142.7 (CH) 
138.7 (CH) 
106.9 (CH2) 
184.7 (C) 
16.5 (CH3) 
14.7 (CH3) 
a: 1.10 (m); b: 1.79 (m) 
a: 1.59 (m); b: 1.59 (m) 
a: 1.61 (m); b: 1.79 (m) 
 
1.95 (dd, 2.7, 12.5 Hz) 
a: 1.37 (m); b: 1.47 (m) 
a: 2.05 (m); b: 2.36 (m) 
 
1.76 (m) 
 
a: 1.61 (m); b: 1.74 (m) 
a: 2.26 (m); b: 2.56 (m) 
 
6.26 (s) 
7.34 (t, 1.7 Hz) 
7.19 (s) 
a: 4.59 (s); b: 4.87 (s) 
 
1.14 (s) 
0.72 (s) 
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Composé M β-D-glucopyranosyl-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olid-18-oate 
C26H38O9 
PM 494 
Gomme jaune 
[α]D: - 18.1° (CH3OH, c 0.73) 
UV (MeOH) λmax nm (log ε): 202 (4.04) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
11
12
17
1918
20
O
13
14
15O
16
O
1'
O5'
4'
3' 2'
OH
OH
OH
O
6'
OH
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
512 [M+NH4]+ (5), 498 [M-14+NH4]+ (4), 392 [M-102]+ (10), 350 [M-162+NH4]+ (100), 304 [M-
190]+ (16), 287 [M-207]+ (23), 180 [M-314]+ (47).  
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.): 512 [M+NH4]+ (100), 408 [M-86]+ (2), 392 [M-102]+ (3), 350 [M-
162+NH4]+ (4), 333 [M-162+H]+ (2), 287 [M-207]+ (13). 
 
HR-ESI-MS, m/z : 517.2410 [M+Na]+ (C26H38O9Na: calculé 517.2408). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CD3OD) 
1H – NMR 
(500 MHz, CD3OD) Pos. 
13C - NMR 1H - NMR 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
39.2 (CH2) 
19.4 (CH2) 
37.7 (CH2) 
49.0 (C) 
50.7 (CH) 
27.8 (CH2) 
38.8 (CH2) 
149.1 (C) 
57.7 (CH) 
40.0 (C) 
22.7 (CH2) 
25.4 (CH2) 
134.8 (C) 
147.6 (CH) 
72.1 (CH2) 
177.0 (C) 
107.7 (CH2) 
178.9 (C) 
17.1 (CH3) 
15.2 (CH3) 
a: 1.17 (m); b: 1.82 (m) 
a: 1.62 (m); b: 1.66 (m) 
a: 1.61 (m); b: 1.84 (m) 
 
2.07 (dd, 3.4, 11.7 Hz) 
a: 1.39 (m); b: 1.45 (m) 
a: 2.11 (m); b: 2.33 (m) 
 
1.78 (m) 
 
a: 1.66 (m); b: 1.78 (m) 
a: 2.12 (m); b: 2.42 (m) 
 
7.35 (t, 1.5 Hz) 
a: 4.82; b: 4.82 
 
a: 4.66 (s), b: 4.88 (s) 
 
1.17 (s) 
0.75 (s) 
1’ 
 
2’ 
3’ 
4’ 
5’ 
6’ 
96.1 (CH) 
 
74.1 (CH) 
78.4 (CH) 
71.1 (CH) 
78.9 (CH) 
62.4 (CH2) 
 
5.43 
(d, 7.8 Hz) 
3.34 (m) 
3.40 (m) 
3.37 (m) 
3.37 (m) 
a: 3.69 (dd, 
4.6, 12.0 Hz) 
b: 3.83  
(d,11.7 Hz) 
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Composé N 18-β-D-glucopyranosyloxy-8(17),13-ent-labdadièn-16,15-olide 
C26H40O8 
PM 480 
Huile jaune 
[α]D: - 37.8° (CH3OH, c 0.87) 
UV (MeOH) λmax nm (log ε): 202 (4.07) 
 
2
3
4
5
10
1
6
7
8
9
11
12
17
1918
20
13
14
15O
16
O
1'
O5'
4'
3' 2'
OH
OH
OH
O
6'
OH
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
498 [M+NH4]+ (100), 336 [M-162+NH4]+ (8), 234 [M-246]+ (9), 180 [M-300]+ (30). 
 
HPLC-APCI-MS, m/z (rel. int.): 498 [M+NH4]+ (100), 436 [M-44]+ (5), 319 [M-162+H]+ (4), 301 [M-
179]+ (6), 268 [M-212]+ (3). 
 
HR-ESI-MS, m/z : 503.2606 [M+Na]+ (C26H40O8Na: calculé 503.2615). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CD3OD) 
1H – NMR 
(500 MHz, CD3OD) Pos. 
13C - NMR 1H - NMR 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
 
19 
20 
39.7 (CH2) 
19.8 (CH2) 
37.1 (CH2) 
38.7 (C) 
49.3 (CH) 
25.5 (CH2) 
39.0 (CH2) 
149.8 (C) 
57.5 (CH) 
40.6 (C) 
22.9 (CH2) 
25.5 (CH2) 
134.9 (C) 
147.5 (CH) 
72.1 (CH2) 
177.0 (C) 
106.9 (CH2) 
79.9 (CH2) 
 
18.3 (CH3) 
15.5 (CH3) 
a: 1.09 (m); b: 1.76 (m) 
a: 1.53 (m); b: 1.63 (m) 
a: 1.32 (m); b: 1.63 (m) 
 
1.71 (dd, 2.9, 12.7 Hz) 
a: 1.35 (m); b: 1.71 (m) 
a: 2.10 (m); b: 2.35 (m) 
 
1.75 (m) 
 
a: 1.63 (m); b: 1.78 (m) 
a: 2.11 (m); b: 2.41 (m) 
 
7.33 (t, 1.5 Hz) 
a: 4.82; b: 4.82 
 
a: 4.62 (s), b: 4.86 (s) 
a: 3.26 (m)  
b: 3.46 (d, 9.8 Hz) 
0.78 (s) 
0.75 (s) 
1’ 
 
2’ 
 
3’ 
 
4’ 
5’ 
6’ 
105.2 (CH) 
 
75.2 (CH) 
 
78.2 (CH) 
 
71.7 (CH) 
77.9 (CH) 
62.8 (CH2) 
 
4.18 
(d, 7.8 Hz) 
3.20 (dd, 7.8, 
8.8 Hz) 
3.34 
(t, 8.8 Hz) 
3.30 (m) 
3.25 (m) 
a: 3.67 (dd, 
5.6, 12.0 Hz) 
b: 3.86 (dd, 
2.0, 12.0 Hz) 
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Composé O Acide 13(R)-hydroxy-octadéca-(9Z,11E,15Z)-trièn-oïque 
C18H30O3 
PM 294 
Huile jaune 
[α]D: - 4.3° (CHCl3, c 0.37) 
UV (EtOH) λmax nm (log ε): 
201 (3.54), 225sh 
18
17
16 15 13
12
11
10 9
8
7
6
5
4
3
2
COOH1
OH
14
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
276 [M-H2O].+ (2), 225 [M-69]+ (52), 207 [M-87]+ (100), 189 [M-105]+ (14), 171 [M-123]+ (28), 161 
[M-133]+ (23), 147 [M-147]+ (42), 111 [M-183]+ (50). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
312 [M+NH4]+ (4), 294 [M-H2O+NH4].+ (10), 277 [M-H2O+H]+ (100), 270 [M-24]+ (3), 242 [M-52]+ 
(3), 225 [M-69]+ (1), 207 [M-87]+ (2), 190 [M-104]+ (2). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
178.3 (C) 
33.7 (CH2) 
24.6 (CH2) 
28.8 (CH2) 
28.8 (CH2) 
28.8 (CH2) 
29.3 (CH2) 
27.6 (CH2) 
132.9 (CH) 
127.8 (CH) 
125.9 (CH) 
134.9 (CH) 
72.1 (CH) 
35.2 (CH2) 
123.7 (CH) 
135.3 (CH) 
20.7 (CH2) 
14.2 (CH3) 
 
2.35 (t, 7.6 Hz) 
1.63 (m) 
1.32 (m) 
1.32 (m) 
1.32 (m) 
1.38 (m) 
2.18 (m) 
5.44 (m) 
5.98 (t, 10.7 Hz) 
6.52 (dd, 10.7, 15.1 Hz) 
5.69 (dd, 6.1, 15.4 Hz) 
4.23 (dd, 5.9, 6.4 Hz) 
2.35 (t, 7.6 Hz) 
5.36 (m) 
5.57 (m) 
2.07 (qd, 7.5, 7.3 Hz) 
0.97 (t, 7.6 Hz) 
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Composé P Acide linoléique 
C18H32O2 
PM 280 
Huile jaune 
UV (MeCNaq) λmax nm: 
201 
18
17
16
15 13 12
11
10 9
8
7
6
5
4
3
2
COOH1
14
 
EI-MS (70 eV), m/z (rel. int.):  
280 [M].+ (100), 262 [M-H2O].+ (3), 209 [M-71]+ (4), 196 [M-84]+ (6), 182 [M-98]+ (9), 164 [M-116]+ 
(10), 149 [M-131]+ (28), 136 [M-144]+ (27), 123 [M-157]+ (45), 109 [M-171]+ (100). 
 
DCI-MS (NH3), m/z (rel. int.):  
298 [M+NH4]+ (100), 279 [M+H]+ (20), 235 [M-45]+ (10), 182 [M-98]+ (18). 
Position 
13C - NMR  
(125 MHz, CDCl3) 
1H - NMR 
(500 MHz, CDCl3) 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 
8 
9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
178.9 (C) 
32.5 (CH2) 
24.8 (CH2) 
29.1 (CH2) 
29.3 (CH2) 
29.1 (CH2) 
29.7 (CH2) 
27.2 (CH2) 
130.0a (CH) 
127.9b (CH) 
25.6 (CH2) 
128.1b (CH) 
130.2a (CH) 
27.2 (CH2) 
29.6 (CH2) 
31.5 (CH2) 
22.5 (CH2) 
14.0 (CH3) 
a,b 
attributions interchangeables 
 
2.40 (br s) 
1.64 (br s) 
1.32 (m) 
1.26 (m) 
1.32 (m) 
1.32 (m) 
2.05 (q, 6.8 Hz) 
5.36 (m) 
5.34 (m) 
2.77 (t, 6.6 Hz) 
5.34 (m) 
5.36 (m) 
2.05 (q, 6.8 Hz) 
1.32 (m) 
1.31 (m) 
1.31 (m) 
0.89 (t, 6.8 Hz) 
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Résumé 
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Dans le cadre de la recherche de nouveaux composés naturels, les métabolites 
secondaires de plantes aquatiques indigènes, les potamots Potamogeton pectinatus L., 
P. lucens L., P. perfoliatus L. et P. crispus L. (Potamogetonaceae), ont été étudiés. Par 
leur position écologique et évolutive particulière entre environnement terrestre et 
aquatique, les plantes aquatiques ou macrophytes pourraient en effet avoir sélectionné des 
composés avec des caractéristiques originales. 
Les extraits dichlorométhaniques (apolaires) des potamots ont été analysés par HPLC-
UV, HPLC-MS, HPLC-RMN et GC-MS, et testés contre diverses cibles biologiques. Sur 
la base de ces résultats, les extraits apolaires de P. pectinatus et P. lucens ont été étudiés 
de manière plus approfondie. Ils ont été fractionnés sur des colonnes ouvertes et par 
VLC, LPLC, MPLC, CPC et HPLC semi-préparative. Une partie de leurs constituants ont 
été isolés et leurs structures déterminées par des méthodes spectroscopiques, en 
particulier par RMN et par MS. Quinze composés ont été ainsi isolés de P. pectinatus et 
P. lucens, dont sept sont des nouveaux produits naturels. Parmi ces quinze produits, neuf 
sont des diterpènes ent-labdanes contenant un noyau furane ou un groupe lactonique, 
dont six sont décrits ici pour la première fois. Certains de ces diterpènes ont montré une 
activité algicide, ce qui indique une de leurs fonctions possible dans les potamots, et un 
de ces labdanes, le méthyl-15,16-époxy-12-oxo-8(17),13(16),14-ent-labatrièn-19-oate, a 
également des propriétés anti-inflammatoires. 
Les composés présents dans les extraits méthanoliques (polaires) n’ont pas été isolés, 
mais quatorze d’entre eux ont pu être identifiés par HPLC-UV, HPLC-MS et HPLC-
RMN. Une majorité de ces constituants sont des flavonoïdes connus, des dérivés 
glycosylés de l’apigénine, la lutéoline et le chrysoériol, également présents en tant 
qu’aglycones. Plusieurs ent-labdanes glycosylés ont pu être également identifiés dans ces 
extraits, parmi lesquels un nouveau composé dont la structure a pu être partiellement 
déterminée. 
En conclusion, ce travail a permis de mieux connaître la phytochimie de plusieurs 
plantes aquatiques de Suisse, et d’isoler de nouveaux produits naturels avec des 
propriétés biologiques et pharmacologiques intéressantes. 
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Abstract 
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The secondary metabolites of Swiss freshwater plants, the pondweeds Potamogeton 
pectinatus L., P. lucens L., P. perfoliatus L. and P. crispus L. (Potamogetonaceae), were 
investigated. Because of their peculiar habitat, in-between aquatic and terrestrial life, 
aquatic plants should produce secondary metabolites with original chemical or biological 
features. 
Their apolar extracts were analysed by HPLC-UV, HPLC-MS, HPLC-NMR and GC-
MS, and were tested with different bioassays. Based on these results, the apolar extracts 
of P. pectinatus and P. lucens were investigated more extensively. They were 
fractionated on open columns, and by VLC, LPLC, MPLC, CPC and semi-preparative 
HPLC. Their constituents were isolated and their structures elucidated by spectroscopic 
methods as MS and NMR. Fifteen compounds could be isolated from P. pectinatus and 
P. lucens, and seven were new natural products. Nine of them were ent-labdane 
diterpenes with a furan moiety or a lactone group, and six of these labdanes were reported 
here for the first time as natural products. Some of these diterpenes showed an algaecide 
effect. This activity indicated their potential ecological function in pondweeds. One 
compound, methyl-15,16-epoxy-12-oxo-8(17),13(16),14-ent-labatrien-19-oate, revealed 
also some anti-inflammatory properties. 
The constituents of polar extracts were not isolated, but fourteen of them could be 
identified by HPLC-UV, HPLC-MS and HPLC-NMR. The major part of these 
compounds was known flavonoids as apigenin, lutolin, chrysoeriol and their glycosylated 
derivatives. Several glycosylated ent-labdanes were also identified, and the structure of a 
new labdane dihexoside was partially elucidated. 
In conclusion this study allowed a better knowledge of the phytochemistry of Swiss 
aquatic plants, and the isolation of new natural products with interesting biological and 
pharmacological properties. 
 
